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The biophysical research of cytoskeleton components requires specialized techno-
logies for the measurement of forces in the piconewton to millinewton range. Until
now there has been no satisfactory method for the simultaneous measurement of a
large number of such forces in the sub-nanonewton range. The use of fields from
flexible micro pillars would seem possible in many experiments, but generally proves
impracticable due to the limited sensitivity to forces of the polymer pillars produced.
In this work an innovative method for the production of pillar fields from polyethy-
lene glycol hydrogel (PEG) is introduced. By varying the mesh size, the elasticity
module of this hydrogel can be adjusted by up to an order of magnitude of four. In
this way very flexible pillars for the measurement of forces in the sub-nanonewton
range can be produced. The method also allows for effective biofunctionalization
of the pillar heads in the production process itself. A special calibration structure
allows for cross calibration of the pillars with an atomic force microscope cantilever
with a known spring constant. In this way pillars with spring constants down to 0.3
nN/µm can be calibrated, which corresponds to a force resolution of 30 pikonewton
with standard microscopes. The potential of PEG pillar technology is demonstra-
ted by means of in-vitro assembly of mitotic spindle structures on the pillar heads.
Under suitable experimental conditions these spindles fuse and exert forces on one
another. The effective forces lead to a pillar deflection and can in this way be quan-
tified.
Zusammenfassung
Die biophysikalische Erforschung von Zellskelettkomponenten verlangt nach spe-
ziellen Techniken zur Messung von Kra¨ften im Bereich von Pikonewton bis Mili-
newton. Bislang fehlte eine zufriedenstellende Methode zur parallelen Messung ei-
ner großen Anzahl solcher Kra¨fte im Sub-Nanonewton-Bereich. Die Verwendung
von Feldern aus flexiblen Mikrosa¨ulen (Pillars) wu¨rde sich in vielen Experimen-
ten anbieten, scheidet aber meist wegen der limitierten Kraftsensitivita¨t der her-
stellbaren Polymerpillars aus. In dieser Arbeit wird eine innovative Methode zur
Herstellung von Pillarfeldern aus dem Hydrogel Poly-Ethylenglykol (PEG) vor-
gestellt. Das Elastizita¨tsmodul des Hydrogels kann durch Variation der Maschen-
weite in einem vier Gro¨ßenordnungen umfassenden Bereich eingestellt werden. Da-
durch ko¨nnen bei Bedarf sehr flexible Pillars zur Messung von Kra¨ften im Sub-
Nanonewtonbereich hergestellt werden. Die Methode erlaubt außerdem eine effek-
tive Biofunktionalisierung der Pillarko¨pfe bereits im Herstellungsprozess. Ein spe-
zieller Kalibrationsaufbau ermo¨glicht die Kreuzkalibration der Pillars gegen einen
iv
Atomkraftmikroskop-Cantilever mit bekannter Federkonstanten. Dadurch ko¨nnen
Pillars mit Federkonstanten von minimal 0,3 nN/µm kalibriert werden, was bei Stan-
dardmikroskopen einer Kraftauflo¨sung von 30 pN entspricht. Die Mo¨glichkeiten der
PEG-Pillar-Technologie werden durch in-vitro-Assemblierung von Mitosespindeln
an den Pillarko¨pfen demonstriert. Bei geeigneten Versuchsbedingungen fusionieren
diese Mitosespindeln und u¨ben Kra¨fte aufeinander aus. Die wirkenden Kra¨fte fu¨hren
zu einer Pillarverbiegung und lassen sich dadurch quantifizieren.
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Lebende Zellen ko¨nnen eine Vielzahl von Formen annehmen, mit ihrer Umgebung
mechanisch in Wechselwirkung treten, die vielen Komponenten in ihrem Inneren
aktiv organisieren, sich teilen und koordinierte Bewegungen ausfu¨hren. All diese
mechanoaktiven Zellprozesse werden in eukaryotischen Zellen unter aktiver Betei-
ligung des Zellskeletts bewerkstelligt, einem komplizierten Netzwerk aus Proteinfi-
lamenten, das sich durch das gesamte Zytoplasma erstreckt [1]. Das Zellskelett ist
in der biomedizinischen Forschung von besonderer Bedeutung. Eine gezielte medi-
kamento¨se Sto¨rung der mechanoaktiven Zellprozesse hat sich beispielsweise in der
Chemotherapie als effektives Mittel zur Beka¨mpfung von Krebstumoren erwiesen
[2], [3].
Zur Erforschung des Zellskeletts reichen biologische Methoden alleine nicht aus.
Fu¨r ein genaues Versta¨ndnis der mechanoaktiven Komponenten mu¨ssen auch deren
physikalische Eigenschaften bestimmt werden. Dazu werden biophysikalische Me-
thoden beno¨tigt, beispielsweise spezielle Sensoren zur Messung der aktiv von diesen
Komponenten ausgeu¨bten Kra¨ften. Meist handelt es sich um Kra¨fte im Bereich
Pikonewton bis Millinewton, die von nanometer- bis mikrometergroßen Objekten
verursacht werden. In den letzten Jahrzehnten haben sich mehrere Methoden zur
Kraftmessung in biologischen Systemen etabliert, die dieser Aufgabe gewachsen sind
[4]. Grob lassen sie sich in zwei Klassen einteilen:
Einerseits gibt es hochsensitive Methoden zur Messung von Kra¨ften zwischen zwei
Angriffspunkten: Glasmikroplatten [5], Atomkraftmikroskope [6] und optische [7]
oder magnetische Pinzetten [8] beispielsweise erlauben die Messung von Kra¨ften bis
hinunter in den Pikonewton- und teilweise sogar den Femtonewton-Bereich - aller-
dings unter großem experimentellen Aufwand und beschra¨nkt auf Einzelmessungen.
Andererseits gibt es Sensorfelder, mit denen parallel und ortsaufgelo¨st eine große
Anzahl von Kraftmessungen gleichzeitig durchgefu¨hrt werden ko¨nnen. Beispiele sind
elastische Substrate [9] und Felder aus flexiblen Mikrosa¨ulen (Pillars) [10].
Insbesondere die Pillartechnologie ist prizipiell gut fu¨r biophysikalische Unter-
suchungungen an Zellskelettkomponenten geeignet. An die Pillarko¨pfe lassen sich
mittels geeigneter Biofunktionalisierung gezielt und spezifisch die zu untersuchen-
den Objekte anbinden, sto¨rende Oberfla¨cheneffekte werden weitgehend vermieden.
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Die beobachtete Verbiegung der Pillars liefert dann die wirkenden Kra¨fte.
Pillars werden meist aus Poly-Dimethylsiloxan (PDMS) gefertigt, einem Mate-
rial, das sich aufgrund seiner proteinabweisenden Eigenschaften gut fu¨r derartige
Experimente eignet, und aus dem sich mittels lithografischen Standardtechniken Pil-
larfelder herstellen lassen. Die Federkonstanten der Pillars sind abha¨ngig von dem
Elastizita¨tsmodul des verwendeten Materials, sowie von Ho¨he und Durchmesser der
Pillars. Das Elastizita¨tsmodul von PDMS liegt in der Gro¨ßenordnung 1 MPa, und
kann um maximal eine Gro¨ßenordung variiert werden. Die Federkonstanten werden
deshalb vor allem durch die Variation der Pillargeometrien eingestellt. Bisher liegt
die untere praktikable Grenze fu¨r Kraftmessungen mit Pillars aus PDMS bei 0,5 nN
[11], wofu¨r Pillars mit einem Durchmesser von 2 µm verwendet werden. Diese Spe-
zifikationen reichen zur Messung der Zugkra¨fte von adherierenden Zellen aus (siehe
Abbildung 1.1 (a)).
(a) (b)
Abbildung 1.1: Ausgangslage. (a) Mit Pillarfeldern aus PDMS lassen sich Zugkra¨fte
von lebenden Zellen messen (u¨bernommen aus [12]). Die Kraftsensitivita¨t der Pillars ist
allerdings zu gering fu¨r Messungen an einzelnen Zellskelettkomponenten. (b) Interessant
wa¨re beispielsweise die Messung der Kra¨fte zwischen in-vitro-assemblierten, fusionieren-
den Mitosespindeln (u¨bernommen aus [13]). Mikrotubulistrukturen sind rot, DNA blau
angefa¨rbt. Maßstab 50 µm.
Allerdings sind zahlreiche spannende Experimente denkbar, fu¨r die Pillars mit
gro¨ßerem Durchmesser, aber kleinerer Federkonstante beno¨tigt werden. Abbildung
1.1 (b) zeigt so ein Beispiel. Zu sehen sind Mitosespindeln, die zellula¨ren Apparate,
die bei der Zellteilung fu¨r die Chromosomensegregation zusta¨ndig sind. In dem ge-
zeigten Experiment werden sie in einem Modellsystem aus Froschei-Extrakt in-vitro
an DNA-Strukturen assembliert. Kommen die einzelnen Spindelstrukturen mitein-
ander in Kontakt, so fusionieren sie und u¨ben Kra¨fte aufeinander aus. Eine Messung
dieser Kra¨fte ko¨nnte wichtige Informationen u¨ber den Aufbau der Mitosespindeln
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liefern. Mitosespindeln sind als Untersuchungsobjekt von besonderem Interesse, da
Fehler bei der Chromosomensegregation zu schweren Krankheiten fu¨hren ko¨nnen -
und sich die medikamento¨se Inhibierung der Mitose andererseits auch als besonders
effektiver Weg zur Beka¨mpfung von sich schnell teilenden Tumorzellen erwiesen hat.
Die hierbei ausgeu¨bten Kra¨fte werden nach [14] im niedrigen Nanonewtonbereich
erwartet. Gleichzeitig beno¨tigt man runde DNA-Strukturen mit einem Mindest-
durchmesser von 12 µm zur erfolgreichen in-vitro Assemblierung der Spindeln [13].
Mit Pillars aus PDMS ko¨nnen diese Spezifikationen nicht erreicht werden.
In der vorliegenden Arbeit wird deshalb eine neue Methode zur Herstellung von
Pillars aus Poly-Ethylengykol (PEG) entwickelt. Das ist ein proteinabweisendes Hy-
drogel, das sich wie PDMS ebenfalls gut fu¨r Experimente mit biologischen System
eignet [15]. Die neue Herstellungsmethode basiert auf der Mikroskop-Projektions-
lithografie, einer Technik zur fotolithografischen Mikrostrukturierung fotosensitiver
Materialien in Standardmikroskopen [16]. Nachdem in den letzten Jahren die Mi-
krostrukturierung von PEG etabliert wurde ([17], [18], [19]), werden in dieser Arbeit
erstmals kraftsensitive Pillars aus diesem Material vorgestellt.
Im Gegensatz zu PDMS kann das Elastizita¨tsmodul von PEG durch Variation der
Herstellungsparameter in einem sehr großen Bereich eingestellt werden (von 0,6 kPa
bis u¨ber 6 MPa) [20]. Mit Pillars aus PEG ist es somit mo¨glich, ausreichend dicke und
dennoch ausreichend kraftsensitive Pillars fu¨r Kraftmessungen an fusionierenden
Mitosespindeln herzustellen.
Die hier entwickelte Methode schließt demnach die Lu¨cke zwischen den existieren-
den Methoden zur Kraftmessung. Sie erlaubt es, mit Standardtechniken ausgedehnte
Felder aus hochsensitiven, spezifisch an den Pillarko¨pfen biofunktionalisierten Kraft-
sensoren fu¨r zahlreiche interessante Anwendungsmo¨glichkeiten herzustellen.
Kapitel 2 stellt einige wichtige Methoden zur Kraftmessung in biologischen Syste-
men vor, und vermittelt die biologischen Grundlagen der Mitosespindelbildung. In
Kapitel 3 wird ein U¨berblick u¨ber die in dieser Arbeit verwendeten Standardtech-
niken gegeben, wa¨hrend sich Kapitel 4 detailliert dem experimentellen Vorgehen
widmet. Einen U¨berblick u¨ber die erzielten Resultate liefert Kapitel 5. Kapitel 6
gibt abschließend eine Zusammenfassung der Ergebnisse und einen Ausblick auf
zuku¨nftige Einsatzmo¨glichkeiten der in dieser Arbeit entwickelten Pillartechnologie.




In diesem Kapitel werden fu¨r das Versta¨ndnis der Arbeit no¨tige theoretische Grund-
lagen behandelt. Kapitel 2.1 befasst sich mit der Bedeutung von biophysikalischen
Kraftmessungen und stellt die wichtigsten existierenden Messmethoden kurz mit
ihren jeweiligen Vor- und Nachteilen vor. In Kapitel 2.2 wird ein U¨berblick u¨ber
Aufbau und Funktion des Zellskeletts, insbesondere wa¨hrend der Mitose, gegeben.
2.1 Methoden zur Messung von Kra¨ften in
biologischen Systemen
Fu¨r ein besseres Versta¨ndnis der Vorga¨nge im Zellskelett (siehe Kapitel 2.2) wer-
den die mechanischen Eigenschaften von ganzen Zellen, Zellskelettbestandteilen und
Zellskelettmodellen in zahlreichen Experimenten untersucht [21], [22], [23], [24]. Die
hierbei gewonnenen Erkenntnisse helfen unter anderem dabei, immer realistische-
re Modelle der komplexen Zellskelettvorga¨nge zu entwickeln [25], [26], [27], [28].
Besonders interessant ist dafu¨r ha¨ufig die Messung aktiv ausgeu¨bter Kra¨fte, wie
sie beispielsweise von einzelnen molekularen Motoren, Mitosespindeln, Muskelfasern
oder kriechenden Zellen verursacht werden [29]. Fu¨r solche Experimente steht eine
Reihe von Untersuchungsmethoden zur Verfu¨gung, die in bestimmten Fa¨llen eine
Messung von Kra¨ften in der relevanten Gro¨ßenordnung (Pikonewton bis Millinew-
ton) ermo¨glichen. Die speziell fu¨r diese Arbeit relevantesten Methoden werden in
den folgenden Abschnitten mit ihren Vorteilen und Grenzen kurz vorgestellt. Mehr
Informationen zu diesen und weitere Methoden finden sich beispielsweise in [4], [30]
und [31]. Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurde eine weitere Messmethode mit
neuen Anwendungsmo¨glichkeiten entwickelt (siehe Kapitel 4).
2.1.1 Elastische Substrate
Seit den 1980ern verwenden Wissenschaftler elastische Substrate wie Poly-Dimethyl-
siloxan (PDMS ) oder Poly-Acrylamid (PAA), um biologische Kra¨fte zu detektieren.
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Harris et al. lies Hu¨hnerherz-Fibroblasten auf weichen silikonbasierten Substraten
adherieren und beobachtete eine Deformierung des Substrats aufgrund von Zellbewe-
gungen und Zellkontraktionen [9]. Um eine quantitative Auswertung von Substrat-
deformationen zu ermo¨glichen werden heutzutage meist fluoreszierende Mikrobeads
in die Gele eingebettet, deren Trajektorien mittels Videomikroskopie verfolgt wer-
den [32], [33], [31]. Diese Zugkraftmikroskopie ist heute ein Standardverfahren um
zellula¨re Zugkra¨fte zu messen. Abbildung 2.1 zeigt ein Beispiel zur Verdeutlichung
des Arbeitsprinzips.
(a) (b)
Abbildung 2.1: Die Zugkraftmikroskopie (lichtmikroskopische Aufnahmen). (a) In
das elastische Substrat sind fluoreszierende Mikrobeads eingebettet. Die in Pfeilrichtung
kriechende Fibroblastenzelle u¨bt Kra¨fte auf das Substrat aus, und deformiert es dadurch.
(b) Mittels vorher-/nachher-Vergleich der Beadpositionen lassen sich Deformationsvekto-
ren rekonstruieren und dadurch die angreifenden Kra¨fte bestimmen. Beide Bilder stammen
aus [34]. Maßstab 20 µm.
Bei der Zugkraftmikroskopie handelt es sich jedoch um eine Oberfla¨chentechnik.
Fu¨r Messungen an Strukturen wie Mitosespindeln, bei denen Oberfla¨cheneffekte
vermieden werden sollten, ist sie demnach nicht geeignet.
2.1.2 Pillarsysteme
In gewisser Weise eine Weiterentwicklung der in Kapitel 2.1.1 beschriebenen Tech-
nik ist die Verwendung von Feldern aus flexiblen Polymerpillars als Kraftsensoren.
Dadurch ko¨nnen die Kra¨fte an den Pillarpositionen unabha¨ngig voneinander be-
stimmt werden, außerdem werden Oberfla¨cheneffekte weitgehend vermieden. Mikro-
pillars ko¨nnen aus verschiedenen Materialien hergestellt werden, meist wird PDMS
verwendet (siehe Kapitel 3.4 und [35], [10]). Pillars verbiegen sich bei horizontal
angreifenden Kra¨ften (siehe Abbildung 2.2). Fu¨r kleine Winkel la¨sst sich die Ver-
biegung eines exakt zylinderfo¨rmigen Pillars durch eine am Pillarkopf horizontal
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mit E = Elastizita¨tsmodul des Pillarmaterials, l = Pillarho¨he und r = Pillarradius.
Gleichung 2.1 la¨sst sich auch schreiben als







Abbildung 2.2: Pillarverbiegung aufgrund einer tangential angreifenden Kraft
(schematische Darstellung). Fu¨r kleine Auslenkungen ∆x verha¨lt sich die Auslenkung pro-
portional zur angreifenden Kraft F.
Die Verbiegung ist fu¨r kleine Winkel demnach proportional zur angreifenden Kraft
und abha¨ngig von Radius, Ho¨he und Elastizita¨tsmodul des Pillars. Bei bekannter
Federkonstante kann man aus der Pillarverbiegung die angreifende Kraft berechnen.
Mittels Kreuzkalibration gegen einen Kraftsensor mit bekannter Federkonstante,
beispielsweise einen AFM-Cantilever (vergleiche Kapitel 4.1.4), lassen sich die nach
Gleichung 2.1 theoretisch berechneten Federkonstanten experimentell u¨berpru¨fen
[35].
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Nach spezifischer Biofunktionalisierung (siehe Kapitel 3.5.2) lassen sich biologische
Untersuchungsobjekte an die Pillarko¨pfe anbinden. Bisher wurden Pillarsysteme aus
PDMS meist fu¨r Untersuchungen an ganzen Zellen verwendet (siehe Abbildung 2.3
und [10], [31]). Ihre Kraftauflo¨sung ist bisher materialbedingt nach unten auf ca.
0,5 Nanonewton beschra¨nkt [11], wofu¨r Pillars mit 2 µm Durchmesser verwendet
werden. Fu¨r die Messung der von Mitosespindeln ausgeu¨bten Kra¨fte werden hin-
gegen deutlich Pillars mit deutlich gro¨ßerem Durchmesser und gleichzeitig besserer
Kraftsensitivita¨t beno¨tigt (vergleiche Kapitel
(a) (b)
Abbildung 2.3: Kraftmessung mit Mikropillars. Zellen adherieren auf geeignet bio-
funktionalisierten Pillarko¨pfen. Von den Zellen ausgeu¨bte Kra¨fte verbiegen die Pillars. (a)
Schematische Darstellung, u¨bernommen aus [12]. (b) Elektronenmikroskopische Aufnah-
me, u¨bernommen aus [37].
2.1.3 Optische Pinzetten
Mit optische Pinzetten lassen sich mikroskopisch kleine Objekte einerseits festhalten
und bewegen - andererseits lassen sich auch auf diese Objekte wirkende Kra¨fte im
Bereich 1 bis 100 Pikonewton messen [7]. Meist wird ein durch ein Lichtmikroskop
fokussierter Laserstrahl verwendet, um im verwendeten Wellenbereich durchsichtige
Teilchen im Fokus einzufangen. Ein gefangenes Teilchen erfa¨hrt bei Auslenkung aus
dem Fokus eine vom Laserstrahl erzeugte Ru¨ckstellkraft in Richtung des Laserfokus
(Gradientenkraft, siehe Abbildung 2.4).
Optische Pinzetten ko¨nnen verwendet werden um kleine Objekte zu manipulieren
(beispielsweise Eizellen bei der ku¨nstlichen Befruchtung [38]) - oder aber um klar
definierte Kra¨fte im Pikonewton-Bereich auszuu¨ben oder zu messen1. Dazu werden
meist im Fokus eingefangene Polystyrol-Mikrokugeln verwendet, deren Auslenkung
1beispielsweise wurden auf diese Weise die von einzelnen molekularen Motoren ausgeu¨bten Kra¨fte
gemessen [39].
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Abbildung 2.4: Funktionsprinzip optischer Pinzetten (schematische Darstellung).
Transparente Mikrobeads werden durch Impulsu¨bertragung in die Gleichgewichtslage
knapp oberhalb des Laserfokus gezogen. U¨bernommen aus [37].
aus der Gleichgewichtslage nach Kalibration der optischen Pinzette die angreifende
Kraft liefert. Holografische optische Pinzetten erlauben durch dynamische Aufspal-
tung des Laserstrahls die gleichzeitige Arbeit mit mehreren unabha¨ngig voneinander
agierenden Fallen [40]. Solche Systeme werden beispielsweise dazu verwendet, die
mechanischen Eigenschaften des Aktinkortex von Zellen zu untersuchen [23], [41].
Weiterfu¨hrende Information zu optischen Pinzetten finden sich beispielsweise in [42]
und [43].
Fu¨r die Messung der Kra¨fte zwischen den Polen von Mitosespindeln eignen sich
optische Pinzetten aus zwei Gru¨nden nicht: Erstens sind die wirkenden Kra¨fte in der
Mitosespindel zu stark, und zweitens funktionieren optische Pinzetten nur in Pro-
ben, die im Wellenla¨ngenbereich des verwendeten Lasern durchsichtig sind. Dies ist
im verwendeten Froschei-Extrakt nicht der Fall. Allerdings lassen sich optische Pin-
zetten trotz ihrer niedrigen Federkonstanten (bis maximal 0,1 nN/µm) sehr genau
kalibrieren [41], und sind somit ein interessantes Werkzeug fu¨r die Kreuzkalibration
anderer Systeme (vergleiche Kapitel 4.1.4).
2.1.4 Magnetische Pinzetten
Magnetische Pinzetten beruhen auf einem a¨hnlichen Wirkungsprinzip wie die op-
tischen Pinzetten: A¨ußere magnetische Gradientenfelder ~∇ ~B u¨ben nach Gleichung
2.4 Kra¨fte auf para- oder ferromagnetische Beads mit magnetischen Dipolmoment
~m aus.
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~F = (~m · ~∇) ~B (2.4)
Durch Modulation der Gradientenfelder ko¨nnen die Beads gezielt bewegt werden
und definierte Kra¨fte im Femtonewton- bis Pikonewton-Bereich ausu¨ben beziehungs-
weise messen [8]. Es gibt verschiedene Realisierungen dieses Wirkprinzips, von der
einfachen bipolaren Spulenanordnung bis hin zu multipolaren Anordnungen von
Magneten im Mikrometermaßstab [44].
Magnetische Pinzetten werden beispielsweise dazu verwendet, Zelladha¨sionskra¨fte
an Oberfla¨chen oder viskoelastische Eigenschaften von Zellen zu messen [45], [46],
[44]. Sie ko¨nnen aber auch dazu verwendet werden, in-vitro den Einfluss der Chro-
mosomengeometrie auf die Mitosespindelbildung zu untersuchen (vergleiche Kapitel
3.5.5) [47]. Aktuell wird zudem versucht, mit Hilfe von magnetischen Pinzetten in-
vivo die Ru¨ckstellkra¨fte der Mitosespindel bei Auslenkungen aus der Ruheposition
in der Zelle zu vermessen [48]. Fu¨r die in-vitro Messung der Zugkra¨fte von Mito-
sespindeln nach Kapitel 4.2 eignen sich magnetische Pinzetten hingegen nicht, da
es mit ihnen nicht mo¨glich ist, gro¨ßere Mengen magnetischer Partikeln unabha¨ngig
voneinander zu steuern.
2.1.5 Glasfasern oder Glas-Mikroplatten
Die Messung kleiner Kra¨fte mit Glasfasern (oder Glas-Mikroplatten) basiert im
wesentlichen auf dem selben Prinzip wie die Kraftmessung mit Pillars: Tangenti-
al angreifende Kra¨fte verbiegen die flexiblen Glasfasern. Da sich die Glasfasern gut
kalibrieren lassen (beispielsweise mittels Kreuzkalibration gegen einen kalibrierten
AFM-Cantilever, vergleiche Kapitel 4.1.4) la¨sst sich aus der beobachteten Verbie-
gung die angreifende Kraft bestimmen. Glasfasern bieten dabei gegenu¨ber Pillars den
Vorteil, dass sie eingekoppelte Lichtstrahlen leiten und ihre Position somit ha¨ufig
sehr genau im Mikroskop verfolgt werden kann. Auch ko¨nnen durch A¨tzung mit
Flusssa¨ure nur wenige Mikrometer dicke und gleichzeitig sehr lange Fasern herge-
stellt werden, die somit trotz des verha¨ltnisma¨ßig hohen Elastizita¨tsmodul von Glas
eine sehr kleine Federkonstante besitzen. Somit eignen sich Glasfasern prinzipiell gut
fu¨r eine genaue Bestimmung von Kra¨ften im Pikonewton- bis Nanonewton-Bereich
[5], [49], und ko¨nnen bei entsprechender Biofunktionalisierung auch eingesetzt wer-
den um die von Mitosespindeln in-vivo oder in-vitro ausgeu¨bten Kra¨fte zu messen.
1983 zeigte Nicklas, dass sich mit Glasfasern die auf ein Chromosom ausgeu¨bten
Kra¨fte der Mitosespindel in-vivo messen lassen, und bestimmte die Kraft auf 0,7 Na-
nonewton [14]. Der große Nachteil der Glasfasermethode ist die komplizierte Hand-
habung bei gleichzeitiger Beschra¨nkung auf nur ein vermessenes Untersuchungsob-
jekt pro Versuch. Es ist nicht praktikabel, eine große Anzahl von Experimenten
parallel im selben Versuchsaufbau durchzufu¨hren und somit ohne sehr großen Auf-
wand eine statistisch relevante Menge an Messdaten zu generieren. Deshalb wurde
in der vorliegenden Arbeit ein weitere Messmethode entwickelt.
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2.2 Zellskelett und Mitosespindel
Ein zentrales Forschungsgebiet der Biophysik befasst sich mit der Mechanik von Zel-
len und Zellbestandteilen. Meist beziehen sich die Untersuchungen auf ganze Zellen
oder auf bestimmte Komponenten des Zellskeletts (siehe Kapitel 2.2.1). Fu¨r die
vorliegende Arbeit ist besonders die Mitosespindel von Interesse - ein auf Mikrotu-
buli basierender Apparat zur Segregation der Chromosomen wa¨hrend der Mitose.
Grundlagen zu Mikrotubuli, Mitose und der Mitosespindel finden sich in den Ka-
piteln 2.2.2 bis 2.2.4. Alle Angaben beziehen sich dabei auf eukaryotische Zellen.
Weiterfu¨hrende Informationen zu den in diesem Kapitel behandelten Themen fin-
den sich beispielsweise in [1].
2.2.1 Das Zellskelett
Zellen sind von einem dichten Netzwerk aus Proteinfa¨den durchzogen, dem so-
genannten Zellskelett. Das Zellskelett bestimmt die a¨ußere Form der Zelle und
ermo¨glicht es ihr, sich zu teilen, sich fortzubewegen, mit der Umgebung mechanisch
in Wechselwirkung zu treten und die Zellkomponenten im inneren zu organisieren
und zu transportieren [50]. Das Zellskelett ist dabei keine starre Struktur, sondern
ho¨chst dynamisch und wird je nach Bedarf sta¨ndig umgebaut und neu organisiert.
Es basiert auf einem Geru¨st aus drei verschiedenen Filamenttypen, die aus je-
weils spezifischen Proteinuntereinheiten aufgebaut sind: Aktinfilamenten, Mikrotu-
buli (vergleiche Abbildung 2.5) und Intermedia¨rfilamenten. Jeder dieser Filament-
typen besitzt charakteristische mechanische Eigenschaften und erfu¨llt spezielle Auf-
gaben in der Zelle. Erga¨nzt werden die Proteinfa¨den durch eine Vielzahl von assozi-
ierten Proteinen mit verschiedenen Aufgaben. Ein Beispiel sind mit dem Zellskelett
assoziierte Motorproteine. Sie sorgen in vielen Fa¨llen fu¨r die no¨tigen Kra¨fte um
gerichtete Bewegungen auszufu¨hren, Organellen zu positionieren und Frachten zwi-
schen den Organellen hin- und her zu transportieren (vergleiche Abbildung 2.6).
Das Zellskelett ist aufgrund seiner vielfa¨ltigen Funktionen ein wichtiges Untersu-
chungsobjekt und Angriffspunkt fu¨r zahlreiche Diagnostik- und Therapieverfahren
bei schweren Krankheiten wie beispielsweise Krebs [24], [51], [52].
2.2.2 Mikrotubuli
Mikrotubuli sind Hohlzylinder mit einem Durchmesser von ca. 25 nm. Sie sind mit
ihren assoziierten Motorproteinen Dynein und Kinesin in der Zelle beispielsweise fu¨r
Transportvorga¨nge und die Bewegung beziehungsweise Lokalisierung der Organel-
len im Zytosol zusta¨ndig. Wa¨hrend der Mitose bilden sie zusammen mit zahlreichen
assoziierten Proteinen die Mitosespindel zur Chromosomensegregation (siehe Kapi-
tel 2.2.4). Mikrotubuli sind aus 13 linearen Protofilamenten aufgebaut, die durch
die Polymerisation von Tubulinmoleku¨len entstehen. Tubulinmoleku¨le sind wieder-
um Dimere aus den zwei strukturell sehr a¨hnlichen Untereinheiten α-Tubulin und
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Abbildung 2.5: Aktin- und Mikrotubulinetzwerke (fluoreszenzmikroskopische Auf-
nahme). Mikrotubuli sind rot, Aktinfilamente gru¨n und die DNA im Zellkern blau an-
gefa¨rbt. U¨bernommen aus [24]
Abbildung 2.6: Funktionsprinzip eines molekularen Kinesin-Motors (schema-
tische Darstellung). Die Hydrolyse von Adenosin-Triphosphat (ATP) verursacht ei-
ne Konformationsa¨nderung, die eine Kraft im niedrigen Pikonewton-Bereich ausu¨bt.
U¨bernommen aus [1]
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β-Tubulin (siehe Abbildung 2.7). Beide Untereinheiten haben Bindungstaschen fu¨r
Guanosin-Triphosphat (GTP), aber nur β-Tubulin hydrolysiert GTP wa¨hrend des
Polymerisationsprozesses. Diese Asymmetrie fu¨hrt zu einer Polarita¨t der Mikrotubu-
li und zu einem anisotropen Wachstumsverhalten. Sowohl die Anlagerung weiterer
Dimere als auch die Depolymerisation geschehen am β-Tubulin-terminierten Plus-
Ende wesentlich schneller als am α-Tubulin-terminiertenMinus-Ende. Auf dieser Po-
larita¨t beruht außerdem auch die gerichtete Bewegung der Mikrotubuli-assoziierten
molekularen Motoren. Kinesine wandern meist zum Plus-Ende der Mikrotubuli,
Dyneine hingegen zum Minus-Ende.
Abbildung 2.7: Aufbau der Mikrotubuli (schematische Darstellung). Dargestellt sind
(von links nach rechts): Proteinstruktur eines Tubulin-Dimers, Aufbau eines Protofila-
ments, Aufbau eines Mikrotubulus, elektronenmikroskopische Aufnahme eines Mikrotu-
bulus. U¨bernommen aus [1]
Mikrotubuli bilden sich in der Zelle meist ausgehend von sogenannten Mikrotubuli-
Organisationszentren (MTOCs). Ha¨ufig wird diese Aufgabe vom Zentrosom u¨ber-
nommen, das in der Na¨he des Nukleus lokalisiert ist. Das Zentrosom ist ein Protein-
komplex, der auch γ-Tubulin entha¨lt - eine Tubulinvariante, die stabil an α-Tubulin
bindet und somit den Aufbau eines neuen Mikrotubulus initiieren kann. Im Zyto-
plasma der Zellen liegt in der Regel ein Gleichgewicht zwischen polymerisiertem
und depolymerisiertem Tubulin vor. Sta¨ndig werden neue Tubulin-Dimere an die
existierenden Mikrotubuli angebaut, gleichzeitig kommt es immer wieder zu sponta-
ner Ru¨ckbildung einzelner Mikrotubuli (sogenannte Katastrophen). Durch dieses, als
dynamische Instabilita¨t bezeichnete Gleichgewicht aus Auf- und Abbau (vergleiche
Abbildung 2.8) ist das Mikrotubulinetzwerk sehr variabel und kann sich jederzeit
schnell an die jeweiligen Anforderungen in der Zelle anpassen [53].
16 2 Theoretische Grundlagen
Abbildung 2.8: Dynamische Instabilita¨t (schematische Darstellung sowie elektronen-
mikroskopische Aufnahmen). Eine GTP-Kappe am Plus-Ende des Mikrotubulus fo¨rdert
ein schnelles Wachstum. Geht die Kappe verloren, so folgt die rasche Depolymerisation
[54]. U¨bernommen aus [55] und [1].
2.2.3 Die Mitose
Der Zyklus aus Verdopplung der DNA und Teilung der Zelle steht imMittelpunkt der
Reproduktion allen Lebens. Nach der Verdopplung der im Kern vorhandenen DNA
folgt erst die Zellkernteilung (Mitose) und anschließend die Teilung des Zellko¨rpers
(Zytokinese). An beiden Prozessen nehmen Komponenten des Zellskeletts aktiv teil.
Im folgenden wird der Prozess der Mitose kurz erla¨utert.
Nach der Replikation der DNA im Zellkern wa¨hrend der sogenannten S-Phase
besteht jedes Chromosom zu Beginn der Mitose aus zwei identischen Schwesterchro-
matiden, die durch Cohesinklammern genannte Proteinkomplexe fest miteinander
verbunden sind [56]. Auch das Zentrosom wurde in der S-Phase verdoppelt. Die
DNA kondensiert nun zu mikroskopisch sichtbaren, dicht gepackten Chromosomen
wa¨hrend sich die umhu¨llende Kernmembran auflo¨st. Gleichzeitig bildet sich aus-
gehend von den beiden Zentrosomen die auf Mikrotubuli basierende Mitosespindel
(siehe Kapitel 2.2.4). Die Spindelfasern adherieren an die Chromosomen und brin-
gen sie in die A¨quatorialebene zwischen den beiden Spindelpolen. Nachdem dort alle
Chromosomen angekommen sind lo¨sen sich die Cohesinklammern auf, und die jetzt
als Tochterchromosomen bezeichneten Ha¨lften werden von der Spindel zu den Spin-
delpolen gezogen. Dort angekommen bildet sich um sie herum eine neue Kernhu¨lle,
und die Mitose ist abgeschlossen. In der nun folgenden Zytokinese teilt ein aktin- und
myosinbasierter kontraktiler Ring den Zellko¨rper durch abschnu¨ren in zwei Ha¨lften.
Abbildung 2.9 zeigt den Vorgang der Mitose noch einmal schematisch.
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Abbildung 2.9: Der Mitosezyklus (schematische Darstellung). Interphase: Die Zelle
wa¨chst, die Chromosomen (blau) werden repliziert und das Zentrosom (gru¨n) verdoppelt.
Prophase: Die Mikrotubuli des Zellskeletts depolymerisieren, die Zelle nimmt dadurch ei-
ne runde Gestalt an. Die replizierten Chromosomen kondensieren, und die Mitosespindel
bildet sich ausgehend von den beiden auseinander gewanderten Zentrosomen. Prometa-
phase: Die Kernhu¨lle (grau) lo¨st sich auf, die Spindelmikrotubuli (rot) beider Pole heften
sich an die Kinetochore der Chromosomen. Metaphase: Die Chromosomen haben sich ent-
lang des Spindela¨quators angeordnet. Anaphase: Die Schwesterchromatiden trennen sich
in zwei Tochterchromosomen auf, und werden durch Verku¨rzung der Kinetochormikro-
tubuli sowie durch Wanderung der Spindelpole auseinander gezogen. Nach der Bildung
neuer Kernhu¨llen um die wieder dekondensierenden Chromosomen folgt die Zellteilung,
ein neuer Zellzyklus beginnt. U¨bernommen aus [57].
Die Bedeutung der Mikrotubuli fu¨r die Mitose wird deutlich, wenn man ihre Dy-
namik hemmt. Vinblastin fa¨llt beispielsweise Tubulin aus, Colchicin fo¨rdert die De-
polymerisation der Mikrotubuli und Taxol hingegen stabilisiert sie. Trotz der un-
terschiedlichen Effekte haben diese drei pflanzlichen Alkaloide letztendlich die selbe
Wirkung: Sie sto¨ren die Mikrotubulidynamik und verhindern somit eine funktionie-
rende Mitose. Taxol und Vinblastin werden dementsprechend auch bei Chemothe-
rapien gegen Krebs eingesetzt.
2.2.4 Die Mitosespindel
Zu Beginn der Mitose wandern die beiden Zentrosomen an gegenu¨berliegende Or-
te des Nukleus. Dann bilden sich von ihnen ausgehend Mikrotubuli-Astern, wobei
die dynamische Instabilita¨t gegenu¨ber der Interphase drastisch erho¨ht ist. Die rasch
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wachsenden und schrumpfenden Mikrotubuli breiten sich somit von den beiden Zen-
trosomen schnell in alle Richtungen aus und erkunden die Umgebung. Treffen sie
dabei auf Mikrotubuli der jeweils anderen Aster, so treten sie mit diesen in Wechsel-
wirkung. Das fu¨hrt zu einer Stabilisierung der beteiligten Mikrotubili und somit zur
Ausbildung des bipolaren Geru¨stes der Mitosespindel. Aus den Zentrosomen werden
die Spindelpole, die interagierenden Mikrotubuli nennt man interpolare Mikrotubu-
li2.
An den Zentromeren der Chromosomen, also den zentralen Verbindungsstellen
zwischen den beiden Schwesterchromatiden, bilden sich wa¨hrenddessen Kinetochor
genannte Proteinkomplexe, die eine hohe Affinita¨t zu Mikrotubuli aufweisen. Nach
Auflo¨sung der Kernmembran zu Beginn der Prometaphase erkunden dann Mikro-
tubuli auch den Bereich des ehemaligen Zellkerns nach dem Zufallsprinzip. Treffen
sie dabei auf ein Kinetochor, so binden sie stabil daran und verbinden somit das
Chromosom mit dem entsprechenden Spindelpol. Diese Mikrotubuli werden dann
Kinetochormikrotubuli genannt. Da die Kinetochore der Schwesterchromatiden in
entgegengesetzte Richtungen zeigen binden sie an Mikrotubuli von entgegengesetz-
ten Spindelpolen. So wird jedes Chromosom mit beiden Spindelpolen verbunden. Je
nach Spezies heftet sich dabei teilweise eine Vielzahl von Mikrotubuli an jedes Kine-
tochor. Fu¨r den Mechnanismus der Anbindung und Verku¨rzung der Kinetochormi-
krotubuli existieren zwei konkurrierende Modelle: Entweder werden die Mikrotubuli
aktiv unter ATP-Hydrolyse von Motorproteinen verku¨rzt, oder aber die Neigung
zur Depolymerisation der Mikrotubuli selbst sorgt fu¨r eine Verku¨rzung. Die beiden
Modelle werden in Abbildung 2.10 erla¨utert.
Mikrotubuli die weder an andere Mikrotubuli noch an Kinetochore binden, reichen
astral in das Zytosol hinaus und stabilisieren und positionieren somit die Spindel
im Zellko¨rper. Man nennt sie astrale Mikrotubuli. Abbildung 2.11 zeigt die drei
Mikrotubuliklassen aus denen sich die Mitosespindel aufbaut.
Durch gleichma¨ßigen Zug von beiden Kinetochormikrotubulistra¨ngen werden die
Chromosomen nun in der zentralen A¨quatorialebene zwischen den Spindelpolen an-
geordnet [57]. Noch ist nicht viel u¨ber die dabei wirkenden Kra¨fte bekannt - aber man
vermutet, dass sowohl weiteres wachsen und schrumpfen der Mikrotubuli, als auch
aktive Motorproteine an der Chromosomenpositionierung beteiligt sind [59]. Auch
nach Eintreffen in der A¨quatorialebene zittern die Chromosomen weiter sta¨ndig
hin und her. Dies deutet auf einen andauernden Zug aus beiden Richtungen durch
die Mikrotubuli hin. Durchtrennt man zu diesem Zeitpunkt einen der beiden Mi-
krotubulistra¨nge mit einem Laser, so wandert das jeweilige Chromosom sofort in
Richtung des jeweils anderen Spindelpols [1]. Die Kra¨fte, die nach Durchtrennung
der verbindenden Cohesinklammern in der Anaphase die Tochterchromosomen mit
einer Geschwindigkeit von ca. 2 µm/sec auseinander ziehen, sind also schon in der
2Pflanzenzellen besitzen allerdings keine Zentrosomen und bilden dennoch Mitosespindeln aus.
Und auch Versuche mit Froschei-Extrakt zeigen, dass weder Zentrosomen noch Kinetochore
zwingend fu¨r die Bildung bipolarer Mitosespindeln beno¨tigt werden (siehe Kapitel 3.5.5).
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Abbildung 2.10: Zwei Hypothesen zum Mechanismus der Verku¨rzung der Ki-
netochormikrotubuli (schematische Darstellung). In beiden Modellen sind die Kine-
tochormikrotubuli u¨ber Proteinbru¨cken beweglich an die Kinetochore angebunden. In
Modell (A) wird diese Aufgabe von Motorproteinen u¨bernommen, die in Richtung des
Minuspols der Mikrotubuli wandern, in Modell (B) von Linkerproteinen, die mit hoher
Affinita¨t an polymerisiertes, nicht aber an depolymerisiertes Tubulin binden. Jenseits der
Proteinbru¨cken depolymerisieren die Mikrotubuli in beiden Modellen. Dies fu¨hrt tenden-
ziell zu einer Verku¨rzung der Kinetochormikrotubuli und dadurch zu einer Kraftausu¨bung
auf die Chromosomen. U¨bernommen aus [1].
(a) (b)
Abbildung 2.11: Die Mitosespindel. (a) Die drei Mikrotubuliklassen (rot) in der Mito-
sespindel (schematische Darstellung): Kinetochormikrotubuli reichen von den Polen (gru¨n)
zu den Kinetochoren (gelb) der Chromosomen (blau), interpolare Mikrotubuli beider Spin-
delpole u¨berlappen mit gegensa¨tzlicher Polarita¨t in der A¨quatorebene. Astrale Mikrotubuli
reichen von den Zentrosomen in alle Richtungen in den Zellko¨rper hinaus. U¨bernommen
aus [57]. (b) Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme einer Mitosespindel. U¨bernommen aus
[58].
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Metaphase aktiv.
Die Auseinanderbewegung in der Anaphase basiert auf zwei Effekten. Einerseits
werden die Kinetochormikrotubuli durch Abbau immer weiter verku¨rzt, und die
angehefteten Tochterchromosomen bewegen sich dadurch polwa¨rts. Andererseits
ru¨cken die Spindelpole selbst auseinander - durch motorgetriebenes Aneinander-
vorbeigleiten der u¨berlappenden interpolaren Mikrotubuli. Abbildung 2.12 zeigt die
beiden Mechanismen schematisch. Eine quantitative Messung der hierbei auftreten-
den Kra¨fte ko¨nnte Ru¨ckschlu¨sse auf den Aufbau der Mitosespindel, und insbesondere
auf die Anzahl der an diesem Prozess beteiligten molekularen Motoren liefern.
Abbildung 2.12: Chromosomensegregation in der Anaphase (schematische Dar-
stellung). Die Chromosomensegregation erfolgt durch zwei u¨berlagerte Effekte: (a) Die Ki-
netochormikrotubuli verku¨rzen sich, und ziehen die Tochterchromosomen auseinander. (b)
Die Spindelpole wandern auseinander durch (1) gegenseitige Verschiebung der interpolaren










Sputter Coater werden verwendet um du¨nne gleichma¨ßige Metall- oder Halbme-
tallfilme auf Proben aufzubringen. Dazu wird in der Reaktionskammer des Gera¨ts
ein Argon-Plasma erzeugt. Die Argon-Kationen werden dann elektrisch beschleunigt
und treffen auf das gewa¨hlte Metall-Target. Beim Aufprall der Argon-Kationen wer-
den Metallatome in Richtung der Probe herausgeschlagen. Je nach Argon-Gasdruck
fliegen die Metallatome entweder direkt auf die Probe (niedriger Gasdruck) oder sie
kollidieren unterwegs mit Argonatomen und erreichen die Probe auf indirektem Weg
(hoher Gasdruck). Abbildung 3.1 zeigt eine schematische Darstellung des Sputter-
Prozesses.
Abbildung 3.1: Der Sputter-Prozess (schematische Darstellung). Metallatome (gelb)
lagern sich in einer Argon-Athmospha¨re (rot) auf der Probe (blau) ab. U¨bernommen aus
[60].
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Die Sta¨rke des Metallfilms auf der Probe kann u¨ber die Parameter Gasdruck,
Beschleunigungsspannung und Prozessdauer reguliert werden. In der vorliegenden
Arbeit wurde das Sputter-System MED020 von BAL-TEC verwendet (BAL-TEC,
Witten, Deutschland), um Chromschichten auf Glas fu¨r Belichtungsmasken (siehe
Kapitel 3.4.1) und Goldschichten auf Hydrogel (siehe Kapitel 3.3) beziehungsweise
Glas fu¨r Rasterelektronenmikroskopie-Aufnahmen (siehe Kapitel 3.1.2) aufzubrin-
gen. U¨blicherweise wurden folgende Parameter verwendet:
• Chrom auf Glas: 300 sec, 1, 2 · 10−2 mbar, 120 mA
• Gold auf Hydrogel/Glas: 30 sec, 5, 0 · 10−2 mbar, 120 mA
3.1.2 Plasmatechnik
Plasmagera¨te werden verwendet um Oberfla¨chen zu a¨tzen, zu reinigen oder che-
misch zu aktivieren. In der Probenkammer wird in einer verdu¨nnten Gasatmospha¨re
durch Bestrahlung mit elektromagnetischen Wellen ein Gasplasma erzeugt, das aus
hochenergetischen Ionen, Elektronen und gegebenenfalls freien Radikalen besteht.
Je nach verwendeten Parametern und Probenmaterialien kann das Plasma organi-
sche Reste von der Probe abbrennen (reinigen), die Oberfla¨chenmoleku¨le der Pro-
be chemisch modifizieren (aktivieren) oder Atome aus der Probe herauszuschlagen
(plasmaa¨tzen). Abbildung 3.2 zeigt den Plasmaprozess schematisch.
Abbildung 3.2: Der Prozess der Plasmareinigung (schematische Darstellung).
Hochenergetische Ionen (schwarz) reagieren mit organischen Resten (weiß) auf der Probe
(blau).
In der vorliegenden Arbeit wurden ein TePla Dry Plasma Etcher, 100EMikrowellen-
Plasmasystem mit einer 2,45 GHz Plasmaquelle und einstellbarer Plasmaleistung
bis 300 W verwendet (TePla) um Glasoberfla¨chen chemisch zu aktivieren. Aktivier-
te Glaspla¨ttchen wurden fu¨r die Herstellung von Versuchskammern (siehe Kapitel
4.2.1) und fu¨r die Silanisierung von Glasoberfla¨chen (siehe Kapitel 3.1.3) beno¨tigt.
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3.1.3 Silanisierungstechniken
Eine Methode zur Modifizierung der Oberfla¨cheneigenschaften und -reaktivita¨t von
Glas- oder Quartzproben ist die Selbstassemblierung einer funktionalen Moleku¨l-
Monolage auf der Probenoberfla¨che [61], [62], [63]. Die adsorbierten Moleku¨le orga-
nisieren sich dabei spontan in kristallinen oder semikristallinen Strukturen [64], [65].
Alkylalkoxysilane sowie Alkylchlorsilane beispielsweise ko¨nnen durch nukleophile
Substitutionsreaktionen kovalent an freien Hydroxylgruppen auf Glasoberfla¨chen

























































































































Abbildung 3.3: Bildung einer selbstassemblierten Monolayer von Silanmo-
leku¨len auf einer Glasoberfla¨che (schematische Darstellung). Die Anbindung von Al-
kylalkoxysilanen (X = OR) oder Alkylchlorosilanen (X = Cl) an das Siliziumdioxid der
Glasoberfla¨che erfolgt u¨ber nukleophile Substitution.
Fu¨r die Anbindung der Silane (Silanisierung) wird die Probe bei Raumtemperatur
zusammen mit 100 µl des flu¨ssigen Silans in einem Exsikkator positioniert1. Nach
etwa einminu¨tiger Evakuierung ist der Dampfdruck des Silans unterschritten und es
bildet sich eine silangesa¨ttigte Atmospha¨re aus. Der Vakuumhahn wird geschlossen,
und die Probe fu¨r zwei Stunden im Exsikkator belassen. Das Silan adheriert dann
auf der Probe.
Silanisierungen werden in diesem Projekt fu¨r zwei Ziele beno¨tigt:
1. Eine Behandlung mit 1H,1H,2H,2H-Perfluorooctyltrichlorsilan (ABCR) la¨sst
Oberfla¨chen von Siliziumwafern oder Glasproben hydrophober werden. Auf
1Vor der Behandlung mit Allyl-Triethoxysilan mu¨ssen Glasproben chemisch aktiviert werden,
beispielsweise durch Sauerstoff-Plasma (10 min, 150 W, 0,4 mbar, siehe Kapitel 3.2.2)
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Glas oder Siliziumwafern ausgeha¨rtetes PDMS ist dann deutlich einfacher wie-
der von der Probe ablo¨sbar, was den Herstellungsprozess von PDMS-Abgu¨ssen
(siehe Kapitel 3.4.2) wesentlich erleichtert und die Lebensdauer des Abguss-
masters verla¨ngert.
2. Eine Funktionalisierung mit Allyl-Triethoxysilan (Sigma-Aldrich) wird ver-
wendet um PEG-Hydrogel (siehe 3.3) kovalent an Glasoberfla¨chen anzubinden.
Bei dieser Silanisierungstechnik werden Kohlenstoff-Kohlenstoff-Doppelbindun-
gen erzeugt, die reaktiv sind gegenu¨ber radikalischer Polymerisation. Das fu¨hrt
wa¨hrend der radikalischen Quervernetzungsreaktion von PEG zu einer kova-
lente Anbindung des PEG-Hydrogels.
3.2 Mikroskopietechniken
3.2.1 Konfokale Mikroskopie
Die konfokale Laser-Scanning-Mikroskopie (LSM) ist eine Weiterentwicklung der
gewo¨hnlichen Lichtmikroskopie [66]. Um den Kontrast zwischen beobachtetem Ob-
jekt und unerwu¨nschtem Hintergrund zu erho¨hen, wird bei konfokalen Mikroskopen
ausschließlich das Licht aus der jeweiligen Fokusebene ausgewertet und Hintergrund-
licht aus anderen Ebenen unterdru¨ckt. Bei der klassischen Lichtmikroskopie wird
die Probe gleichma¨ßig ausgeleuchtet, bei der konfokalen Mikroskopie wird das An-
regungslicht hingegen auf einen Punkt in der Probe fokussiert. In der Praxis werden
meist fokussierte Laser als Lichtquellen verwendet. Das von der Probe zuru¨ck ge-
streute Licht wird durch das selbe Objektiv auf eine Lochblende abgebildet und
dahinter detektiert. Die Gro¨ße der Lochblende (Pinhole) bestimmt dabei die Be-
leuchtungssensitivita¨t und die Tiefenscha¨rfe des Bildes. Anregungs- und Detekti-
onsfokus liegen konfokal, also aufeinander. Optische Informationen die nicht aus
der Fokusebene kommen, werden dadurch zweifach unterdru¨ckt: Erstens werden sie
kaum abgefragt, da die Beleuchtungsintensita¨t außerhalb des Fokus sehr schwach
ist, und zweitens wird Licht von außerhalb der Fokusebene nicht auf die Lochblende
fokussiert und somit fast komplett abgeblockt (vergleiche Abbildung 3.4).
Rastert man die Probe nun Punkt fu¨r Punkt ab, so erha¨lt man sehr kontrastreiche
Bilder der Fokusebene. Durch die Aufnahme mehrerer Fokusebenen hintereinander
ko¨nnen auch dreidimensionale Abbildungen der Probe rekonstruiert werden. Die
Auflo¨sung wird wie beim gewo¨hnlichen Lichtmikroskop vor allem durch die Licht-
beugung begrenzt. Mit blauem Licht kann man eine Auflo¨sung von bis zu 200 nm
lateral und 500 nm axial erreichen.
Konfokale LSM eignet sich insbesondere fu¨r die hochauflo¨sende Fluoreszenzmi-
kroskopie. Dazu werden bestimmte Bestandteile der Probe, beispielsweise geeignete
Proteine, spezifisch mit einem Fluoreszenzfarbstoff (siehe Kapitel 3.5.1) markiert.









Abbildung 3.4: Das Funktionsprinzip der konfokalen Mikroskopie (schematische
Darstellung). Eingezeichnet ist der Strahlengang des Lichts. Das von der Lichtquelle (A)
durch eine erste Lochblende (B) kommende Anregungslicht (rot) wird durch das Objektiv
(D) auf einen Punkt in der Probe (E) fokussiert. Das ru¨ckgestreute Licht (blau, bei Fluo-
reszenzaufnahmen das emittierte Fluoreszenzlicht) wird durch das selbe Objektiv wieder
fokussiert, und u¨ber einen Strahlteiler (C) auf eine zweite Lochblende (G) fokussiert, hin-
ter der sich der Detektor (H) befindet. Reflektiertes Licht von außerhalb der Fokusebene
(grau gestrichelt) wird durch das Objektiv ebenfalls fokussiert, allerdings auf eine Ebene
vor oder hinter der Lochblende (G). Dadurch wird dieses Licht zum gro¨ßten Teil durch
die Lochblende abgeblockt, und somit kaum detektiert.
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emittieren daraufhin Photonen mit einer gro¨ßeren Wellenla¨nge. Durch Einbringung
entsprechender Filter in den Strahlengang werden nur die langwelligen emittier-
ten, nicht aber die kurzwelligen ru¨ckgestreuten Photonen detektiert. Dadurch erha¨lt
man sehr kontrastreiche und hochauflo¨sende Fluoreszenzaufnahmen. Alle Fluores-
zenzaufnahmen in dieser Arbeit wurden mit konfokalen Laser-Scanning-Mikroskopen
erzeugt (Pascal 5 beziehungsweise Meta 510, beide Zeiss). Zu den verwendeten Fluo-
reszenzfarbstoffen siehe Kapitel 3.5.1.
3.2.2 Rasterelektronenmikroskopie
Die Rasterelektronenmikroskopie (REM) ist ein Standardverfahren zur hochauflo¨sen-
den Abbildung von Mikro- und Nanostrukturen [67]. Dabei wird die Oberfla¨che einer
Probe im Hochvakuum mit einem fokussierten Elektronenstrahl abgerastert (siehe
Abbildung 3.5). Die Interaktion der Elektronen mit dem Probenmaterial kann auf
mehreren Wegen genutzt werden, um sowohl topografische als auch chemische In-
formation u¨ber die Probe zu erhalten. Am wichtigsten fu¨r die Auswertung sind die
sogenannten sekunda¨ren Elektronen, ru¨ckgestreuten Elektronen und niederenergeti-
sche Ro¨ntgenstrahlen. Wa¨hrend sekunda¨re Elektronen und ru¨ckgestreute Elektronen
Informationen u¨ber die Oberfla¨chenmorphologie und den Materialkonstrast enthal-
ten, kann die chemische Zusammensetzung der Probe anhand der charakteristischen
Ro¨ntgenemissionen analysiert werden. Damit sich die Probe nicht mit Elektronen
aufla¨dt und somit die Interaktion des Elektronenstrahls mit der Probe durch elektro-
statische Wechselwirkung verfa¨lscht, mu¨ssen nichtleitende Proben mit einer Schicht
eines leitenden Materials versehen werden. Meist wird dazu eine du¨nne Schicht aus
Graphit oder Gold aufgesputtert (siehe Kapitel 3.2.1).
Die theoretisch erreichbare Auflo¨sung ist wegen der kleinen De-Broglie-Wellen-
la¨ngen der Elektronen bei hohen Beschleunigungsspannungen um einen Faktor 105
gro¨ßer als bei Lichtmikroskopen. In der Praxis wird das Auflo¨sungsvermo¨gen jedoch
durch Linsenfehler beschra¨nkt, besonders durch die spha¨rische Abberation. Moderne
Rasterelektronenmikroskope ko¨nnen Proben bei exakter Justierung des Elektronen-
strahls mit einem Auflo¨sungsvermo¨gen von bis zu 0,1 nm abbilden.
In der vorliegenden Arbeit wurde ein Leo 1530 Feldemissionssystem mit Schottky
Kathode (Zeiss) zur Charakterisierung der hergestellten PEG-Hydrogelstrukturen
verwendet. Mit dem REM ko¨nnen die Strukturen im Blickwinkel von 45° hoch-
auflo¨send abgebildet werden. Dadurch wird auch ihre dreidimensionale Struktur
erkennbar (siehe Kapitel 5.1). Als leitende Schicht wurde eine du¨nne Goldschicht
aufgesputtert. Die Beschleunigungsspannung betrug zwischen 3 und 4 kV bei einem
Kammerdruck von ca. 1, 5 · 10−5 mbar.













Abbildung 3.5: Aufbau eines Elektronenmikroskops (schematische Darstellung).
3.3 Hydrogele aus Poly-Ethylenglykol
Als Hydrogele bezeichnet man wasserunlo¨sliche Polymere, die durch Quervernetzung
ein dreidimensionales Netzwerk bilden, in das sich Wasser einlagern la¨sst. Durch hy-
drophile Polymerkomponenten quellen sie bei Wasseraufnahme je nach Zusammen-
setzung unter teils erheblicher Volumenzunahme [15]. Das hier verwendete Hydrogel
basiert auf Poly-Ethylenglykol-Kettenmoleku¨len (PEG). PEG wird aufgrund sei-
ner Biokompatibilita¨t [68] und seiner gewebea¨hnlichen mechanischen Eigenschaften
vielfach verwendet - beispielsweise in der biologischen Forschung [69], [70], [71], [72],
[73], sowie in pharmazeutischen und medizinischen Produkten [74].
Als PEG Prepolymerlo¨sung bezeichnet man das flu¨ssige Gemisch von PEG-Poly-
meren klar definierter Kettenla¨nge (PEG-Prepolymere), Initiator und gegebenenfalls
Wasser. Als PEG-Hydrogel bezeichnet man den flexiblen Feststoff, den man erha¨lt,
wenn man die PEG-Ketten durch eine Quervernetzungsreaktion ihrerseits zu ei-
nem Netzwerk verbindet. PEG-Prepolymer wird dargestellt durch eine radikalische
Polymerisationsreaktion von Ethylenglykol. Nach Erreichen der gewu¨nschten Ket-
tenla¨nge wird die Reaktion durch Zugabe einer Sa¨ure (beispielsweise Milchsa¨ure)
gestoppt. Als Abku¨rzung fu¨r die verwendete Kettenla¨nge des Prepolymers wird in
dieser Arbeit die Anzahl der Ethylenoxid-Monomere pro Prepolymer-Kette ange-
geben (Bsp.: PEG-400 entspricht (EthO)400). Abbildung 3.6 zeigt schematisch die
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Struktur der PEG-Prepolymermoleku¨le.
Abbildung 3.6: Struktur von PEG-Prepolymermoleku¨len (schematische Darstel-
lung). Kohlenstoffatome sind grau, Sauerstoffatome rot und Wasserstoffatome weiß dar-
gestellt.
Die Maschenweite des Netzwerks im quervernetzten Hydrogel, und damit sei-
ne mechanischen Eigenschaften, sind vor allem abha¨ngig von der Kettenla¨nge der
Prepolymere und der Wasserbeimischung in der Prepolymerlo¨sung. Je la¨nger die
Ketten und je gro¨ßer der Wassergehalt, desto weniger Quervernetzungen gibt es
im Hydrogel. Weniger Quervernetzungen bedeuten wiederum ein niedrigeres Elasti-
zita¨tsmodul.
Das PEG-Hydrogel kann nach dem Quervernetzen schwammartig weiteres Was-
ser aufsaugen und dadurch anschwellen. Die relative Volumenzunahme (Schwellrate)
ist insbesondere abha¨ngig von der Maschenweite des Netzwerks. Bei kurzen Prep-
olymerketten (n ≤ 1000) kann durch eine bestimmte Wasserkonzentration in der
Prepolymerlo¨sung ein weiteres Schwellen nach dem Quervernetzen weitgehend ver-
hindert werden. Dadurch kann man erreichen, dass zumindest kleine Hydrogelstruk-
turen (wie beispielsweise einzelne Pillars) sich auch in wa¨ssriger Umgebung nicht
von silanisierten Glasoberfla¨chen (siehe Kapitel 3.1.3) ablo¨sen. Fu¨r das in dieser Ar-
beit meist verwendete PEG-400 betra¨gt das dafu¨r optimale Verha¨ltnis zu Wasser in
der Prepolymerlo¨sung ungefa¨hr 2 zu 1.
In dieser Arbeit wurden PEG-Prepolymere mit je einer Acrylatgruppe an beiden
Kettenenden verwendet (PEG-Diacrylat). PEG-Diacrylat hat gegenu¨ber gewo¨hnli-
chem PEG den Vorteil, mittels radikalischer Fotopolymerisation vernetzbar zu sein.
Die Verwendung eines fotosensitiven radikalischen Initiators (beispielsweise 4-(2-
Hydroxyethoxy)phenyl-(2-propyl)keton, Irgacure, Sigma-Aldrich) erlaubt somit die
Herstellung von PEG-Hydrogelstrukturen mit Hilfe von fotolithografischen Techni-
ken (siehe Kapitel 3.3). Um eine Kettenabbruch-Reaktion der Radikale mit Sauer-
stoff zu vermeiden, sollte unter Schutzgas (Stickstoff oder Argon) oder zumindest un-
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ter Luftausschluss (geschlossene Reaktionskammern mit Glasboden und Glasdecke,
siehe Kapitel 4.1.2) gearbeitet werden. Der Mechanismus der radikalischen Querver-
netzungsreaktion von PEG-Diacrylat (im folgenden der Einfachheit halber ebenfalls
als PEG bezeichnet) ist in Abbildung 3.7 schematisch dargestellt.
Die Herstellung von Pillars aus PEG bietet sich neben der einfachen Herstellungs-
weise noch aus zwei weiteren Gru¨nden besonders an: Erstens verha¨lt sich PEG-
Hydrogel stark proteinabweisend [68], und zweitens la¨sst sich sein Elastizita¨tsmodul
innerhalb einer großen Spannweite je nach Bedarf durch Wahl der Prepolymer-
Kettenla¨nge und Wasserbeimischung2 einstellen. In der vorliegenden Arbeit wurde
meist eine Prepolymerlo¨sung aus 2 ml PEG-400 (Polysciences), 1 ml PBS-Puffer
(siehe Anhang) und 24 mg Irgacure-Fotoinitiator verwendet. Alle in Kapitel 5 vor-
gestellten Hydrogelstrukturen wurden aus dieser Mischung hergestellt3
3.4 Fotolithografie
Fotolithografie ist eine weit verbreitete Technik zur Herstellung von Mikrostruktu-
ren fu¨r verschiedenste Anwendungen [75], [76], [77]. Dabei werden lichtempfindliche
Materialien, meist sogenannte Fotolacke, durch Belichtungsmasken partiell belichtet.
Je nach verwendetem Fotolack wird entweder die belichtete (Negativlack) oder die
unbelichtete Region (Positivlack) ausgeha¨rtet. Der restliche, nicht ausgeha¨rtete Fo-
tolack wird anschließend im Entwicklungsprozess entfernt. Fotolithografische Techni-
ken werden meist unter Reinraumbedingungen durchgefu¨hrt, um jegliche Verunreini-
gung der Mikrostrukturen zu vermeiden. Im diesem Kapitel werden die notwendigen
Arbeitsschritte fu¨r die Herstellung von PDMS-Mikrostrukturen mittels Fotolithogra-
fie erla¨utert, wie sie in der vorliegenden Arbeit mehrfach verwendet werden.
3.4.1 Herstellung von Belichtungsmasken
Als erster Schritt wird dazu eine Belichtungsmaske mit der gewu¨nschten Struktur
hergestellt. Das kann entweder extern bei spezialisierten kommerziellen Anbietern in
Auftrag gegeben werden (Masken Lithographie & Consulting), oder aber selbst im
Reinraum durchgefu¨hrt werden. Belichtungsmasken bestehen in der Regel aus einem
Glastra¨ger der teilweise mit einer opaken Chromschicht bedeckt ist. Die Herstellung
dieser Belichtungsmasken wird in diesem Kapitel beschrieben.
Im Vorfeld wird das gewu¨nschte Maskenmuster am Computer mittels CAD-Pro-
gramm (AutoCAD 2004, Autodesk) entworfen. Dann wird ein etwa 2 mm dickes,
gereinigtes Glaspla¨ttchen (5 x 5 cm) mit einer opaken Schicht Chrom besputtert
2bei Proteinfunktionalisierten Pillars wird PBS-Puffer (siehe Anhang) anstelle von Wasser beige-
mischt, um die Proteine wa¨hrend der Herstellung zu schonen
3Allerdings funktionieren die in Kapitel 4.1 vorgestellten Techniken auch mit anderen Prepolymer-
Lo¨sungen. Experimentell u¨berpru¨ft wurden Kettenla¨ngen von n = 400, n = 700, n = 10.000
und n = 20.000, sowie verschiedene PBS-Beimischungen zwischen 0 % und 50 %.
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Abbildung 3.7: Fotoinduzierte radikalische Kettenwachstumsreaktion von
PEG-Diacrylat (schematische Darstellung). Das durch Photonenabsorption vom Foto-
initiator (I) abgespaltete freie Radikal R° startet eine radikalische Kettenreaktion unter
den PEG-Prepolymeren (P). Durch fortgesetzte radikalische Quervernetzung (H) entsteht
das PEG-Hydrogel.
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(120 nm, siehe Kapitel 3.2.1). Anschließend wird im Reinraum eine du¨nne homo-
gene Schicht Positiv-Fotolack AZ-1505 (MicroChemicals) nach dem Spincoating-
Verfahren aufgeschleudert (25 s, 3500 U/min). Nach Verdampfen des im Lack ent-
haltenen Lo¨sungsmittels im Konvektionsofen (30 min) wird die CAD-Struktur mit
dem HeCd-Laser eines Mask-writers (DWL66, Heidelberg Instruments) Punkt fu¨r
Punkt auf den Fotolack u¨bertragen. Dabei wird dieser an den vom Laser belichteten
Stellen lo¨slich in AZ-351 Entwicklerlo¨sung (MicroChemicals), und im anschließen-
den Entwicklungsprozess (1 min, AZ-351 1:6 in Wasser verdu¨nnt) ausgewaschen.
Nun kann das dort jetzt frei liegende Chrom mit einer Chrom-A¨tz-Lo¨sung (Merck)
entfernt werden (1 min, 1:3 in Wasser verdu¨nnt). Abschließend wird der verbleiben-
de Lack mit Aceton abgewaschen, und die Chrommaske ist einsatzbereit. Abbildung
3.8 zeigt den Vorgang schematisch, Abbildung 3.9 eine fertige Chrommaske zur Her-
stellung von Pillarstrukturen.
Abbildung 3.8: Chrommasken-Herstellung (schematische Darstellung). (1)
Glaspla¨ttchen wird mit Chromschicht besputtert, (2) und (3): Fotolack wird aufgeschleu-
dert, (4) Die Maskenstruktur wird auf den Fotolack u¨bertragen, (5) der belichtete Fotolack
wird im Entwicklungsprozess entfernt, (6) das freiliegende Chrom wird gea¨tzt, und (7) der
restliche Lack entfernt.
Die so hergestellten Chrommasken werden entweder direkt in der Mikroskop-
Projektionslithografie zur PEG-Pillar-Herstellung verwendet (siehe Kapitel 4.1.2)
- oder aber zur Herstellung von Abgussmastern fu¨r PDMS-Mikrostrukturen, bei-
spielsweise fu¨r PDMS-Versuchskammern (siehe Kapitel 4.2.1) oder zur Herstellung
von PEG-Pillars nach dem Abgussverfahren (siehe Kapitel 4.1.1).
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Abbildung 3.9: Eine fertige Chrommaske (fotografische Abbildung). Die gezeig-
te Chrommaske wurde passend fu¨r einen Mikroskopfilterhalte zurecht gesa¨gt wurde. Zu
erkennen ist zudem das Muster aus unterschiedlich großen kreisrunden Lo¨chern in der
Chromschicht. Maßstab 1 cm.
3.4.2 Herstellung von Abgussmastern aus SU-8 Fotolack
Sollen die Belichtungsmasken zur Herstellung von Mikrostrukturen aus PDMS ver-
wendet werden, so wird im na¨chsten Schritt aus SU-8 Fotolack (MicroChemicals)
ein Abgussmaster fu¨r das PDMS hergestellt. Dieser Arbeitsschritt wird ebenfalls im
Reinraum durchgefu¨hrt.
SU-8 Fotolack besteht aus einem aromatischen Ru¨ckgrat und acht Expoygruppen
pro Moleku¨l (siehe Abbildung 3.10). Aufgrund seiner außergewo¨hnlichen mechani-
schen Stabilita¨t wird er standardma¨ßig in zahlreichen Anwendungen wie Mikroelek-
tronik und Softlithografie verwendet [79]. Er wird mittels Spincoating auf einem
trockenen und staubfreien Siliziumwafer (Silicon Materials) aufgetragen. Der Lo¨-
sungsmittelanteil im Lack und die Spingeschwindigkeit bestimmen die Dicke der
aufgetragenen Schicht. Anschließend wird das im Lack enthaltene Lo¨sungsmittel
durch Erhitzen des Wafers auf einer Heizplatte verdampft (soft bake). Dann wird
der Wafer in einem Mask-Aligner (MJB-3, Suss) montiert und fu¨r wenige Sekunden
mit einer 350W Quecksilberdampflampe durch eine auf den Fotolack aufgepresste
Chrommaske belichtet. Das UV-Licht spaltet dabei an den belichteten Stellen Pro-
tonen von dem als Fotoinitiator verwendeten Triaryl-Sulfoniumsalz ab [80]. Nach
dem Belichten wird der Wafer nochmals auf einer Heizplatte erhitzt (post exposure
bake), wobei die abgespalteten Protonen die kationische Polymerisationsreaktion der
Epoxygruppen katalysieren. Somit werden die belichteten Stellen ausgeha¨rtet, SU-8
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Abbildung 3.10: Struktur von SU-8 Fotolack. Das aromatische Ru¨ckrat tra¨gt acht
Expoygruppen. Diese sorgen bei UV-Bestrahlung fu¨r eine dichte Quervernetzung des Fo-
tolacks. U¨bernommen aus [78].
ist demnach ein Negativ-Fotolack. Nun wird der Wafer in SU-8-Entwicklerlo¨sung
(mr-Dev600, Microresist) entwickelt, wobei der an den unbelichteten Stellen nicht
polymerisierte Fotolack ausgewaschen wird. Die so erzeugten quasidreidimensio-
nalen Polymerstrukturen sind chemisch und mechanisch sehr stabil und werden
in der Mikrostrukturierungstechnik ha¨ufig als Abgussmaster verwendet. Um das
wiederholte gießen und ablo¨sen von PDMS zu erleichtern und die Lebensdauer
des Abgussmasters zu erho¨hen wird auf den Wafer zur Passivierung abschließend
noch 1H,1H,2H,2H-Perfluorooctyltrichlorosilane (ABCR) aufgedampft (siehe Kapi-
tel 3.1.3).
3.4.3 Herstellung von PDMS-Abgu¨ssen (Replika Moulding)
Poly-Dimethylsiloxan (PDMS, Sylgard 184, Dow Corning) ist ein elastisches, trans-
parentes, ungiftiges und hydrophobes Polymer das ha¨ufig in der chemischen und
biologischen Forschung eingesetzt wird. Bekannte Beispiele sind Zellsubstrate (siehe
Kapitel 2.1.1), Pillarfelder (siehe Kapitel 2.1.2) und Flusszellen (siehe Kapitel 4.2.1
und [81], [82]). Das unpolymerisierte PDMS entha¨lt als Basis ein Vinyl-terminiertes,
250 Einheiten langes Dimethylsiloxan-Prepolymer mit einigen Gewichtsprozenten ei-
nes Platin-Katalysators - und ein kurzes Hydrosilan als Quervernetzer (Crosslinker).
Basis und Crosslinker werden im Verha¨ltnis 10:1 gemischt und dann im Exsikkator
entgast. Anschließend gibt man das Gemisch auf ein Abgussmaster (siehe Kapitel
3.4.2) und dru¨ckt je nach Anwendung gegebenenfalls noch ein Deckglas darauf (bei-
spielsweise fu¨r Flusszellen oder Versuchskammern, siehe Kapitel 4.2.1). Bei 65°C
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wird das Prepolymer dann im Ofen u¨ber Nacht in in einem katalytischen Zyklus mit
dem Hydrosilan quervernetzt. Das so erzeugte Polymer kann vorsichtig vom Abguss-
master abgelo¨st werden und besitzt ein Elastizita¨tsmodul in der Gro¨ßenordnung 1
MPa. Durch Variation der Crosslinkerkonzentration und der Zeit und Temperatur
im Ofen kann das Elastizita¨tsmodul im Bereich 50 kPa bis 4 MPa variiert werden
[83]. Abbildung 3.11 zeigt den Produktionsprozess noch einmal schematisch.
Abbildung 3.11: Herstellung von PDMS-Mikrostrukturen mittels Replika
Moulding (schematische Darstellung).(1) Der Fotolack wird aufgeschleudert, (2) mit
UV-Licht durch eine Maske belichtet, (3) der unbelichtete Fotolack wird im Entwick-
lungsprozess entfernt, (4) Das Abgussmaster wird silanisiert und mit PDMS-Prepolymer
ausgegossen, (5) das thermisch quervernetzte PDMS wird vom Abgussmaster gelo¨st.
3.4.4 Mikroskop-Projektionslithografie
Eine einfache aber elegante Variante der Fotolithografie stellt die sogenannteMikros-
kop-Projektionslithografie (MPL) dar. Sie erlaubt es, nur mit Hilfe einer Belichtungs-
maske und eines Standardfluoreszenzmikroskops, schnell und direkt Polymerstruk-
turen aus fotosensitiven Materialien herzustellen [16]. Teure Reinraumtechnik und
der zeitaufwa¨ndige Umweg u¨ber ein SU-8 Abgussmaster werden nicht beno¨tigt. Mit
MPL ko¨nnen beispielsweise Mikrostrukturen aus PEG hergestellt werden [17]. Fu¨r
biologische Anwendungen ist dabei besonders die Mo¨glichkeit interessant, funktio-
nalisierte Mikrobeads wa¨hrend des Polymerisationsprozesses in das PEG-Polymer
einzubetten [19], eine Technik, die mit herko¨mmlichen Abgussverfahren so nicht
mo¨glich ist [60]. In dieser Arbeit wurde MPL dazu verwendet, beadfunktionalisierte
Pillars aus PEG herzustellen. Im folgenden Abschnitt wird das Funktionsprinzip der
MPL erkla¨rt.
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MPL basiert wie andere fotolithografische Verfahren auf der Ausha¨rtung eines
fotosensitiven Materials durch belichten. Die Probe wird dazu entweder abgerastert
und punktweise, oder aber durch eine Belichtungsmaske mit der gewu¨nschten Struk-
tur homogen belichtet. Im Gegensatz zur herko¨mmlichen Mask-Aligner-Technik wird
die Maske jedoch nicht auf die Probe aufgepresst, sondern in der Sehfeldblendenposi-
tion in den Strahlengang eines Mikroskops eingeschoben. Dadurch wird die Struktur
der Maske verkleinert auf die Fokusebene des Objektivs, also auf die Probe, abgebil-






Abbildung 3.12: Funktionsprinzip der Mikroskop-Projektionslithografie (sche-
matische Darstellung). Abbildung (a) zeigt die Positionen der Belichtungsmaske (A), des
Objektivs (B) und der Probe (C) in einem wie in dieser Arbeit verwendeten Axiovert
200M (Zeiss). Bild (b) zeigt schematisch die Abbildung der Belichtungsmaskenstruktur
auf die Probe.
Fu¨r die Polymerisation von PEG wird der Fotoinitiator Irgacure (Sigma-Aldrich)
verwendet, der mit Licht der Wellenla¨nge λ ≈ 360 nm aktiviert wird (siehe Kapi-
tel 3.3). Zur Belichtung wurden eine sorgfa¨ltig justierte 100 W-Fluoreszenzlampe
(HBO 100, Zeiss) oder eine Metallhalidlampe (X-Cite 120 PC, EXFO) verwendet.
Letztere erzielte eine homogenere Ausleuchtung der Probe und dadurch geringere
Abweichungen der PEG-Struktur von der vorgegebenen Maskenstruktur (vergleiche
Kapitel 5.1.2). Wichtig ist weiterhin die Verwendung eines Fluoreszenzobjektivs (bei-
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spielsweise Zeiss Neofluar) sowie eines UV-reflektierenden Spiegels im Filterwu¨rfel4.
Die nach Kapitel 3.4.1 hergestellten Belichtungsmasken werden kreisrund mit einem
Durchmesser von 25mm zugeschnitten. Dann ko¨nnen sie in einen Filterhalter einge-
setzt und somit in die Sehfeldblendenposition des Mikroskops eingeschoben werden.
Die Belichtungszeit wird durch einen Shutter vor der UV-Lampe (Lampenshutter)
elektronisch kontrolliert. Nach dem Belichten wird das nicht quervernetzte PEG an
den unbelichteten Stellen mit Wasser oder PBS-Puffer abgespu¨lt. U¨brig bleiben qua-
sidreidimensionale Strukturen nach dem Muster der Belichtungsmaske. Bei perfekter
Ko¨hlerbeleuchtung mit geschlossener Aperturblende, das heißt bei exakt parallelen
Lichtstrahlen zwischen Objektivlinse und Probe, ko¨nnen auf diese Weise im Prinzip
beliebig hohe Strukturen mit lotrechten Wa¨nden erzeugt werden. In der Praxis wer-
den die mo¨glichen Strukturen allerdings durch das verwendete Objektiv begrenzt
(siehe Kapitel 5.1.2).
3.5 Methoden der Zell- und Molekularbiologie
Fu¨r die Beispielanwendung der Kraftmessung zwischen fusionierenden Mitosespin-
deln werden eine Reihe von molekular- und zellbiologischen Methoden beno¨tigt. Die
wichtigsten werden im folgenden Kapitel kurz erla¨utert. Fu¨r eine umfassende Dar-
stellung wird auf weiterfu¨hrende Literatur verwiesen, insbesondere auf [1], wo sich
eine anschauliche und ausfu¨hrliche Erla¨uterung der meisten Techniken findet. Die
Herstellung von Froschei-Extrakt (siehe Kapitel 3.5.3) und von DNA-bedeckten Mi-
krobeads (siehe Kapitel 3.5.4) sind sehr zeitaufwa¨ndige Vorga¨nge mit zahlreichen
experimentellen Zwischenschritten, und haben im vorliegenden Projekt viel Zeit in
Anspruch genommen. Da aber nach erprobten und publizierten Protokollen verfah-
ren wurde, werden hier in den Kapiteln 3.5.3 und 3.5.4 nur die wichtigsten Arbeits-
schritte schematisch dargestellt. Eine ausfu¨hrliche Erla¨uterung der Vorgehensweisen
inklusive Versuchsprotokollen findet sich in [84].
3.5.1 Fluoreszenzfarbstoffe
Fluoreszenzmikroskopie ist ein Standardverfahren fu¨r die Beobachtung biologischer
Vorga¨nge auf molekularer Ebene. Dazu werden fluoreszierende Moleku¨le an be-
stimmte Moleku¨le der Probe angebunden, beispielsweise u¨ber spezifisch bindende
Antiko¨rper. Durch Fluoreszenzanregung ko¨nnen im Mikroskop die Position und ge-
gebenenfalls Bewegung der markierten Moleku¨le beobachtet werden. Im Rahmen
der vorliegenden Arbeit werden zwei Fluoreszenzfarbstoffe verwendet:
1. Rhodamin bezeichnet eine Klasse von Fluoreszenzfarbstoffen mit a¨hnlichem
chemischen Aufbau. In dieser Arbeit wird ein kovalent an Tubulin gebundenes
4Ein DAPI-Filterwu¨rfel (Zeiss) erzielte dabei deutlich bessere Ergebnisse als ein eigens angeschaff-
ter UV-Spiegel (ebenfalls Zeiss).
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Rhodamin mit Absorptionsmaximum bei λ = 535 nm und Emissionsmaxi-
mum bei λ = 585 nm verwendet (Cytoskeleton). Die so markierten Tubulin-
moleku¨le werden dem Xenopus-Extrakt (siehe Kapitel 3.5.3) beigemischt und
somit dort mit in die Mikrotubuli eingebaut. Mikrotubuli erscheinen demnach
rot auf den Fluoreszenzaufnahmen. Werden nur wenige markierte Tubulinmo-
leku¨le dem Extrakt beigemischt, so la¨sst sich sogar die Bewegung einzelner
Tubulinmoleku¨le innerhalb der Mitosespindel verfolgen [85].
2. DAPI (4’,6-Diamidino-2-phenylindol) ist ein weit verbreiteter Fluoreszenz-
farbstoff fu¨r die spezifische Anfa¨rbung von DNA. Der Farbstoff interkaliert
zwischen den DNA-Stra¨ngen, und emittiert dann (und erst dann) unter UV-
Beleuchtung (Absorptionsmaximum bei λ = 358 nm) Fluoreszenzlicht mit ei-
nem Emissionsmaximum bei λ = 461 nm. DAPI wird auf den Fluoreszenzauf-
nahmen demnach blau dargestellt.
3.5.2 Biofunktionalisierung
Die gezielte Anbindung von Makromoleku¨len wie beispielsweise Proteine oder DNA-
Stra¨nge an Oberfla¨chen la¨sst sich mit speziellen Linkermoleku¨len bewerkstelligen.
In dieser Arbeit wird das gebra¨uchliche Biotin-Streptavidin Linkersystem verwen-
det: Das von Bakterien der Spezies Streptomyces avidinii produzierte Streptavidin-
Protein bindet mit sehr hoher Affinita¨t (Assoziationskonstante KA ≈ 1015M−1)
[86] an bis zu vier Moleku¨le des Vitamins Biotin (siehe Abbildung 3.13). Die Biotin-
Streptavidin-Bindung ist eine der sta¨rksten bekannten nichtkovalenten biologischen
Bindungen und hoch spezifisch. Sowohl Biotin als auch Streptavidin lassen sich
gut an funktionale Gruppen (beispielsweise Carboxylgruppen oder Aminogruppen)
anderer Moleku¨le kovalent anbinden (Biotinylierung beziehungsweise Streptavidin-
Funktionalisierung). In dieser Arbeit werden biotinylierte Nukleotide in DNA-Stra¨nge
eingebaut und anschließend an Streptavidin-funktionalisierte Mikrobeads angebun-
den (siehe Kapitel 3.5.4).
3.5.3 Xenopus Laevis Extrakt
Der Klauenfrosch Xenopus Laevis dient als Modellorganismus fu¨r zahlreiche Expe-
rimente der Entwicklungs- und Molekularbiologie. Insbesondere fu¨r in-vitro Unter-
suchungen an Mitosespindeln wird ha¨ufig auf Extrakt aus den Oozyten des Frosches
zuru¨ckgegriffen [87], [88]. Dieses Extrakt, das weitgehend dem Zytosol der Zellen
entspricht, kann wie in Abbildung 3.14 gezeigt durch Zentrifugation aus Froscheiern
gewonnen werden. Die Herstellung erfolgt nach dem Protokoll in [89]. Dem Extrakt
wird bei der Herstellung Cytochalasin zugegeben - ein Protein, dass die zellula¨ren
Aktinfilamente depolymerisiert und dadurch ein homogenes Extrakt ermo¨glicht [90].
Die Bildung von Mitosespindeln wird durch die Depolymerisation des Aktins hinge-
gen nicht wesentlich beeinflusst [88].
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(a) (b)
Abbildung 3.13: Biotin und Streptavidin (a) Struktur von Biotin. (b) Streptavidin-
Biotin-Tetramerkomplex. Ein Streptavidin-Tetramer (grau) bindet hoch spezifisch an vier
der wesentlich kleineren Biotinmoleku¨le (rot).
Abbildung 3.14: Herstellung von Froschei-Extrakt (schematische Darstellung). Die
Eier von Xenopus-Fro¨schen werden aufgereinigt und anschließend zentrifugiert. Die mitt-
lere der drei Phasen entspricht dem Extrakt.
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3.5.4 Herstellung von DNA-bedeckten Mikrobeads
Fu¨r die Assemblierung von Mitosespindeln in Froschei-Extrakt wird chromatinisier-
te DNA beno¨tigt. Allerdings muss es sich dabei nicht um Original-DNA des Frosches
handeln. In dieser Arbeit wird wegen der einfachen Amplifizierbarkeit deshalb nach
[88] die DNA eines Plasmids verwendet (YEp24, New England Biolabs). Das Plas-
mid wird mit zellbiologischen Standardtechniken in E.coli Bakterien amplifiziert
und zur gezielten Manipulierbarkeit auf der Oberfla¨che von paramagnetischen, mit
Streptavidin bedeckten Mikrobeads (Dynabeads M-280, Invitrogen) aufgebracht.
Die Herstellung dieser sogenannten DNA-Beads basiert im wesentlichen auf acht
Arbeitsschritten:
1. Amplifizierung des Plasmids in E.coli
2. Extrahierung und Reinigung des Plasmids
3. Zweifache Verdauung des Plasmids durch die Restriktionsendonukleasen SmaI
und BamHI (beide New England Biolabs). Die durch SmaI entstehende Schnitt-
stelle ist ohne U¨berhang, BamHI erzeugt einen vier Nukleotide langen ein-
stra¨ngigen U¨berhang (siehe Abbildung 3.15).
4. Anbindung von komplementa¨ren biotinylierten Desoxynukleosid-Triphosphaten
(bio-dNTPs) an die freien Basen des einstra¨ngigen U¨berhangs. Dazu wird
als Ligaseenzym das sogenannte Klenow exo− Fragment verwendet (Fermen-
tas). Als Klenow Fragment bezeichnet man die große Untereinheit der DNA-
Polymerase von E.coli. Der Zusatz exo− bedeutet, dass die 3’→5’ Exonuklease-
aktivita¨t durch eine Genmutation ausgeschaltet wurde. Dadurch baut das Kle-
now Fragment nur die passenden dNTPs ein, verdaut aber keine u¨berstehenden
einstra¨ngigen Enden [91].
5. Kopplung der DNA-Stra¨nge u¨ber die eingebauten Biotine an die Streptavidin-
bedeckten Mikrobeads.
6. Nach der Anbindung der einen Seite des DNA-Stranges an die Beads wird das
andere Ende mit der Restriktionsendonuklease NcoI (New England Biolabs)
verdaut. Es entsteht wieder ein einstra¨ngiger U¨berstand.
7. Der einstra¨ngige U¨berstand wird analog zu 4.) biotinyliert. Durch diese Bioti-
ne ko¨nnen die DNA-Beads spa¨ter wiederum an weitere Streptavidinmoleku¨le
angebunden werden.
8. Chromatinisierung der an die Beads angebundenen DNA durch Inkubation in
interphasischem Extrakt (siehe [84]).
Die chromatinisierten Beads werden dann in Froscheiextrakt aliquotiert, in flu¨ssigem
Stickstoff eingefroren und bis zu ihrer Verwendung bei -80°C gelagert. Abbildung
3.15 zeigt den Herstellungsprozess noch einmal schematisch. Ein Protokoll des recht
aufwa¨ndigen Vorgangs findet sich in [13] beziehungsweise [84].








Abbildung 3.15: Herstellung von DNA-Beads (schematische Darstellung). Eine Be-
schreibung der einzelnen Arbeitschritte findet sich im Text.
3.5.5 In-vitro-Assemblierung von Mitosespindeln
Mitotisches Extrakt kann durch Zugabe von chromatinisierter DNA zur spontanen
Bildung von Mitosespindeln um die DNA herum angeregt werden. Dazu werden ent-
weder Spermienko¨pfe oder aber ku¨nstliche Chromosomen in Form von DNA-Bead-
Klumpen dem Extrakt zugegeben (siehe Abbildung 3.16). Spermienko¨pfe enthalten
neben der chromatinisierten DNA auch Zentrosomen und bilden deshalb tendenziell
mehr und stabilere bipolare Mitosespindeln aus.
Spermienko¨pfe werden deshalb dazu verwendet, das nach Kapitel 3.5.3 hergestell-
te Froschei-Extrakt auf seine Fa¨higkeit zur Spindelbildung zu testen. Dazu wird
fluoreszenzmarkiertes Extrakt (vergleiche Kapitel 3.5.1) zusammen mit den Spermi-
enko¨pfen 30 Minuten bei 20° C inkubiert und anschließend im Fluoreszenzmikroskop
beobachtet (vergleiche Abbildung 3.17). Das Extrakt ist nur dann von guter Qualita¨t
und kann fu¨r weitere Versuche verwendet werden, wenn sich
1. bipolare Spindeln um fast alle Spermienko¨pfe bilden und
2. es nur sehr wenig freie Nukleation gibt, das heißt praktisch alle Mikrotubu-
liansammlungen an Spermien-DNA lokalisiert sind.
Zeigt das Extrakt gute Spindelbildung, dann ko¨nnen Experimente mit ku¨nstlichen
Chromosomen aus DNA-Beads durchgefu¨hrt werden. Mikrokontaktgestempelte Mus-
ter aus DNA-Beads auf einer Glasoberfla¨che ([92]) sind beispielsweise eine elegante
Methode um den Einfluss der Chromosomengeometrie auf die Spindelbildung zu
untersuchen [13]. Der Zwischenraum zwischen den DNA-Strukturen wird dabei mit
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(a) (b)
Abbildung 3.16: Bipolare Mitosespindeln in Forscheiextrakt (fluoreszenzmikro-
skopische Aufnahmen). (a) Spindelbildung an Spermienko¨pfen. (b) Spindelbildung an
DNA-Bead-Clustern. Angefa¨rbt sind Mikrotubuli (rot) und DNA (blau). Maßstab 25 µm.
(Mit freundlicher Genehmigung von Francois Ne´de´lec.)
(a) (b)
Abbildung 3.17: Extrakttest mit Spermienko¨pfen (fluoreszenzmikroskopische Auf-
nahmen).(a) Ein nicht verwendbares Extrakt. Statt bipolaren Spindeln bilden sich
unfo¨rmige Mikrotubulistrukturen. (b) Ein verwendbares Extrakt: Es bilden sich teils mo-
nopolare, teils bipolare Spindeln an den Spermienko¨pfen. Angefa¨rbt sind Mikrotubuli (rot)
und DNA (blau). Maßstab 50 µm. (Mit freundlicher Genehmigung von Ce´line Pugieux.)
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BSA passiviert um unspezifische Adha¨sion von Proteinen an der Glasoberfla¨che zu
vermeiden.
Inkubiert man diese Oberfla¨chen dann mit mitotischem Extrakt, so bilden sich je
nach DNA-Geometrie unfo¨rmige Mikrotubuliansammlung beziehungsweise mono-,
bi- oder multipolaren Spindeln. Abbildung 3.18. zeigt einige typische Ergebnisse
solcher Experimente.
(a) (b)
Abbildung 3.18: Assemblierung von Mikrotubuli an mikrokontaktgestempel-
ten DNA-Strukturen (fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen). Je nach Anordnung der
angebotenen DNA bilden sich charakteristische Mikrotubulimuster aus. (a) Keine bipola-
ren Spindeln (mit freundlicher Genehmigung von Francois Ne´de´lec). (b) Rechts zu sehen
ist eine bipolare Spindel, wie sie sich nur bei ganz bestimmten DNA-Geometrien bildet
(u¨bernommen aus [13]). Angefa¨rbt sind Mikrotubuli (rot) und DNA (blau). Maßstab 50
µm.
Durch diese Versuche wurde beispielsweise herausgefunden, dass die Bildung bipo-
larer Mitosespindeln eine bestimmte ra¨umliche Ausdehnung der DNA beno¨tigt - und
nicht etwa nur eine bestimmte Menge an DNA. Und es zeigte sich, dass sich bipolare
Spindeln bei kreisrunden DNA-Strukturen nur bei einem Strukturdurchmesser zwi-
schen 12 µm und 17 µm bilden [13]. Bei Absta¨nden der DNA-Strukturmitten von
ca. 35 µm richten sich die assemblierten Spindeln außerdem gegeneinander aus und
fusionieren (siehe Abbildung 3.19.).
Solche fusionierenden Spindeln u¨ben Kra¨fte aufeinander aus, da ihre molekularen
Motoren an den Mikrotubuli der jeweils anderen Spindel ziehen. Eine Messung der
Kra¨fte wu¨rde wertvolle Informationen u¨ber den Aufbau der Spindeln liefern. Diese
Kra¨fte sollten vergleichbar sein mit jenen, die die Spindeln in der Anaphase auf die
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(a) (b)
Abbildung 3.19: Bildung fusionierender bipolarer Spindeln an mikrokontaktge-
stempelten DNA-Strukturen (fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen). (a) Mit freund-
licher Genehmigung von Francois Ne´de´lec. Maßstab 100 µm. (b) U¨bernommen aus [13].
Angefa¨rbt sind Mikrotubuli (rot) und DNA (blau). Maßstab 50 µm.
Chromosomen ausu¨ben. Diese wurden durch Nicklas zu etwa 0,7 nN pro Chromosom
ermittelt ([14]), was bei 18 Chromosomenpaaren eine Kraft in der Gro¨ßenordnung 10
nN erwarten la¨sst. Werden die DNA-Beads auf den Ko¨pfen von ausreichend flexiblen
Polymerpillars anstatt auf einer Glasoberfla¨che aufgebracht, sollten sich die Kra¨fte









Nachdem in den Kapiteln 2 und 3 die theoretischen Grundlagen und die verwen-
deten Standardtechniken erla¨utert wurden, befasst sich dieses Kapitel mit den im
Rahmen dieser Arbeit neu entwickelten Techniken und Versuchsaufbauten. In Kapi-
tel 4.1 wird die Herstellung, Funktionalisierung und Kalibrierung von PEG-Pillars
ausfu¨hrlich erla¨utert, in Kapitel 4.2 werden Versuchsaufbau und -Durchfu¨hrung fu¨r
die Beispielanwendung der Kraftmessung an Mitosespindeln vorgestellt. Die mit die-
sen Techniken erzielten Ergebnisse werden in Kapitel 5 diskutiert.
4.1 Die Entwicklung eines Kraftsensors auf der
Basis von PEG-Pillars
Ein wesentliches Ergebnis der vorliegenden Arbeit ist die Entwicklung von Pillars,
die aus dem Hydrogel PEG bestehen. Das Elastizita¨tsmodul von PEG-Hydrogel ist
durch die Wahl der Prepolymerkettenla¨nge und des Wassergehalts in der Prepoly-
merlo¨sung in einem weiten Bereich einstellbar (siehe Kapitel 3.3). Dadurch haben
diese Pillars gegenu¨ber herko¨mmlichen Pillars aus PDMS oder Silizium den großen
Vorteil, dass ihre Federkonstante ohne A¨nderung der Pillargeometrie um bis zu vier
Gro¨ßenordnungen variiert werden kann. Bei Bedarf lassen sich dadurch extrem fle-
xible Pillars fu¨r die Detektion von Kra¨ften im Sub-Nanonewtonbereich herstellen.
Es wurden zwei unterschiedliche Verfahren zur Herstellung von PEG-Pillars ent-
wickelt: Eine Variation des klassischen Replika Moulding (RM, vergleiche Kapitel
3.4.2), sowie ein auf der MPL basierendes Verfahren (vergleiche Kapitel 3.4.3). Die
Herstellung mittels RM ist eine erprobte Technologie zur Herstellung sehr gleich-
ma¨ßiger PDMS-Pillarfelder. Mit der hier verwendeten Variation konnten ebenfalls
sehr gleichma¨ßige PEG-Pillarfelder hergestellt werden. Allerdings bringt diese Tech-
nik einige schwerwiegende Beschra¨nkungen mit sich, die in Kapitel 4.1.1 dargelegt
werden. Aus diesem Grund wurde das auf der MPL basierende Verfahren entwickelt,
das in Kapitel 4.1.2 vorgestellt wird.
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4.1.1 PEG-Pillar-Herstellung per Replika Moulding
Es ist ein naheliegendes Vorgehen, Pillars aus PEG auf die gleiche Art herzustellen
wie Pillars aus PDMS. Das ist prinzipiell auch mo¨glich - allerdings gibt es neben
der Sauerstoffempfindlichkeit der PEG-Prepolymerlo¨sung noch weitere wesentliche
Unterschiede in der Materialeigenschaften von PDMS und PEG, die eine Anpas-
sung des Verfahrens erfordern. PDMS wird thermisch quervernetzt, das heißt die
gegossenen Strukturen ko¨nnen im Ofen ausgeha¨rtet werden. PEG wird hingegen
meist durch UV-Bestrahlung quervernetzt. Um eine gleichma¨ßige Polymerisation zu
gewa¨hrleisten ist deshalb ein UV-durchla¨ssiges Abgussmaster sinnvoll. Desweiteren
dehnt sich quervernetztes PEG-Hydrogel bei Kontakt mit Wasser teils stark aus.
Das kann einerseits das Ablo¨sen gegossener PEG-Strukturen vom Abgussmaster
erleichtern - andererseits verursacht es aber auch eine starke mechanische Belas-
tung desselben. Deshalb sollten die Abgussmaster aus einem einigermaßen flexiblen
Material bestehen. Aber auch dann bleiben die Abgussmaster fu¨r PEG-Pillars Ver-
schleißmaterial und sollten mit mo¨glichst wenig Aufwand herstellbar sein.
Ein weiterer Zwischenschritt im Replika-Moulding-Verfahren lo¨st diese Probleme:
Anstelle eines negativen, das heißt zur gewu¨nschten Endstruktur komplementa¨ren
SU-8-Abgussmasters wird ein positives hergestellt. Von diesem werden nun Abgu¨sse
aus PDMS hergestellt, die ihrerseits wiederum als Abgussmaster fu¨r die PEG-Abgu¨sse
dienen. Das PDMS-Master erfu¨llt die oben genannten Anforderungen: Es ist trans-
parent fu¨r UV-Licht, mechanisch flexibel und leicht herstellbar - anders als bei der
Herstellung von SU-8-Mastern wird keine Reinraumtechniken beno¨tigt, sondern nur
die PDMS-Prepolymerlo¨sung, ein Exsikkator und ein Konvektionsofen. Das PDMS-
Master wird (analog zu den SU-8-Mastern, siehe Kapitel 3.4.2) mit 1H,1H,2H,2H-
Perfluorooctyltrichlorsilan funktionalisiert, um das Herauslo¨sen des PEG-Pillarfeldes
aus dem Master zu erleichtern. Abbildung 4.1 zeigt den Herstellungsprozess sche-
matisch.
Fu¨r die meisten denkbaren Anwendungen mu¨ssen die PEG-Pillars in eine Ver-
suchskammer eingebaut werden (vergleiche Kapitel 4.2). Deshalb wa¨re es vorteil-
haft, wenn die Pillars auf einem Glasuntergrund stehen wu¨rden. Wird ein silanisier-
tes Glaspla¨ttchen (siehe Kapitel 3.1.3) auf die ausgegossene PEG-Prepolymerlo¨sung
aufgedru¨ckt, so bindet das PEG in der Quervernetzungsreaktion kovalent daran.
Allerdings bleibt auch bei festem aufdru¨cken stets ein du¨nner, durchgehender PEG-
Film zwischen dem Glas und dem PDMS-Master. Nach dem Quervernetzen bildet
diese Schicht einen durchgehenden Hydrogeluntergrund unter den Pillars. Dieser
Untergrund lo¨st sich bei Wasserkontakt selbst bei sehr kleinen Schwellraten vom
Glaspla¨ttchen ab, da durch das Schwellen u¨ber eine große Fla¨che starke Spannun-
gen in der Schicht entstehen. Bei der RM Technik ko¨nnen die Pillars somit nicht auf
einem Glasuntergrund verankert werden. Stattdessen erha¨lt man PEG-Pillarfelder
auf einem homogenen PEG-Untergrund.
Mit der beschriebenen Vorgehensweise lassen sich großfla¨chige und gleichma¨ßige
Pillarfelder herstellen. Aber die Technik sto¨ßt in mehrfacher Hinsicht an Grenzen:







Abbildung 4.1: Herstellung von PEG-Pillars nach dem Replika Moulding Ver-
fahren (schematische Darstellung). (1) der Fotolack wird in der gewu¨nschten Dicke auf-
geschleudert, (2) der Lack wird durch eine Fotomaske belichtet, (3) der unbelichtete Lack
wird im Entwicklungsprozess entfernt, (4) das so hergestellte Abgussmaster wird mit
flu¨ssigem PDMS-Prepolymer ausgegossen, (5) das thermisch quervernetzte PDMS wird
vom Master abgelo¨st, (6) das so hergestellte PDMS-Abgussmaster wird mit flu¨ssigem
PEG-Prepolymer ausgegossen, und (7) das durch UV-Bestrahlung quervernetzte PEG-
Hydrogel wird vom Master abgelo¨st.
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1. Die maximal erreichbaren Aspektverha¨ltnisse sind durch die mechanische Sta-
bilita¨t der Hydrogelstrukturen auf Werte deutlich unter 10 beschra¨nkt (siehe
Kapitel 5.1.1).
2. Es konnte keine verla¨ssliche Methode zur spezifischen Biofunktionalisierung
der Pillarko¨pfe entwickelt werden, siehe [60].
3. Der fehlende Glasuntergrund erschwert die Einbindung der Pillarfelder in mi-
kroskopietaugliche Versuchskammern.
Aus diesen Gru¨nden wurde das im na¨chsten Kapitel beschriebene alternative Ver-
fahren zur Pillarherstellung auf Basis der MPL entwickelt.
4.1.2 PEG-Pillar-Herstellung per Mikroskop-Projektionslithografie
Es war ein erkla¨rtes Ziel der vorliegenden Arbeit, auf Glas verankerte, biofunk-
tionalisierte PEG-Pillars mit großen Aspektverha¨ltnissen herzustellen. Dazu wurde
ein neuartiges, auf der MPL (siehe Kapitel 3.4.4) basierendes Verfahren zur Pillar-
herstellung entwickelt. Die Methode ist vergleichsweise schnell und unkompliziert
durchzufu¨hren, und ermo¨glicht deutlich gro¨ßere Aspektverha¨ltnisse als die Herstel-
lung durch RM (bislang bis maximal ca. 20). Als einziger bedeutender Nachteil steht
dem die geringere Reproduzierbarkeit der Pillarform gegenu¨ber, was bei Kraftmes-
sungen eine Einzelkalibration der verwendeten Pillars no¨tig macht.
Normalerweise wird MPL fu¨r die Erzeugung sehr flacher Strukturen verwendet
[16], [19]. Es lassen sich mit dieser Methode aber auch Objekte mit sehr großen
Aspektverha¨ltnissen herstellen, solange gewa¨hrleistet ist, dass die aus dem Objek-
tiv austretenden Lichtstrahlen ausreichend parallel angeordnet sind. In der Praxis
erzielt man mit Objektiven mit kleiner numerischer Apertur die besten Resultate
(vergleiche Kapitel 5.1.2). Es wurde deshalb meist mit einem Zeiss Plan-Neofluar
10x/0.3 - Objektiv gearbeitet. Im folgenden werden die no¨tigen Arbeitsschritte zur
Herstellung von PEG-Pillars mittels MPL erla¨utert.
Probenvorbereitung: Die Probe zur Herstellung von PEG-Pillarfelder besteht im
wesentlichen aus einer du¨nnen Schicht PEG-Prepolymerlo¨sung zwischen zwei Glas-
pla¨ttchen. Das untere Glaspla¨ttchen wurde mit Allyl-Triethoxysilan behandelt (siehe
Kapitel 3.1.3), so dass das PEG-Hydrogel wa¨hrend der Quervernetzungsreaktion ko-
valent daran anbindet. Das obere Glaspla¨ttchen kann mit funktionalen Substanzen
beschichtet werden, die dann auf die Oberseite des Hydrogels u¨bertragen werden
(siehe Kapitel 4.1.3). Die Ho¨he der Prepolymer-Schicht wird durch Abstandshalter
zwischen den beiden Glaspla¨ttchen eingestellt und bestimmt die Ho¨he der erzeug-
ten Hydrogelstrukturen. Als Abstandshalter wurden meist du¨nne Streifen aus han-
delsu¨blicher Klarsichtfolie verwendet, die je nach Fabrikat eine Dicke zwischen 80
µm und 120 µm besitzen. Der Aufbau der Probe ist in Abbildung 4.2 dargestellt.
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Abbildung 4.2: Probe fu¨r die Herstellung von PEG-Strukturen mittels
Mikroskop-Projektionslithographie (schematische Darstellung). Zwei leicht ange-
feuchtete Abstandshalter (rot) auf einem silanisierten Glaspla¨ttchen (hellgrau) bilden die
Grundlage der Probenkammer. Nach Zugabe eines Tropfens PEG-Lo¨sung (dunkelgrau)
wird die Kammer mit einem Deckglas abgedeckt.
Belichtung der Probe: Die Probe wird unmittelbar nach der Herstellung im Mikro-
skop (Axiovert 200 oder Axiovert 200M, beide Zeiss) fu¨r eine definierte Zeitspanne
mit UV-Licht bestrahlt1. In der Sehfeldblendenposition des Mikroskops befindet sich
dabei die gewu¨nschte Belichtungsmaske (siehe Kapitel 3.4.1).
Es wurden zahlreiche Pillarfelder mit verschiedenen Parametern auf diese Wei-
se hergestellt. In Kapitel 5.1.2 werden die Auswirkungen der einzelnen Parame-
ter ausfu¨hrlich diskutiert. Als optimal fu¨r die Herstellung von Pillarfeldern fu¨r die
Kraftmessung zwischen fusionierenden Mitosespindeln (siehe Kapitel 4.2) haben sich
folgende Versuchsbedingungen herauskristallisiert:
• Objektiv: Plan-Neofluar 10x/0.3 (Zeiss)
• UV-Quelle: X-Cite 120 PC (EXFO)
• Filterwu¨rfel: DAPI (Zeiss)
• Belichtungsmaske: SLA009 oder MLC001
• Belichtungszeiten: (4 - 20) sec
Es zeigt sich, dass die optimalen Belichtungszeiten deutlich variieren - abha¨ngig
von Zusammensetzung und Alter der PEG-Prepolymerlo¨sung, sowie von Brenndau-
er und Justierung der verwendeten UV-Lampe. Vor der Herstellung der gewu¨nschten
1Da die PEG Prepolymerlo¨sung sauerstoffempfindlich ist, wird die Qualita¨t der PEG-Lo¨sung
schon ca. 10 bis 20 Minuten nach der Probenpra¨paration spu¨rbar schlechter. Eine la¨ngere
Belichtungszeit wird dann fu¨r die Quervernetzung no¨tig, und die Maskenstruktur zunehmend
unscharf abgebildet.
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Pillarfelder sollte deshalb stets die optimale Belichtungszeit fu¨r die aktuelle Prepo-
lymerlo¨sung in einem Vorversuch neu ermittelt werden.
4.1.3 Funktionalisierung der Pillars
Eine spezifische Funktionalisierung der Pillarko¨pfe ist mit der MPL-Methode denk-
bar einfach. Dazu wird das obere Glaspla¨ttchen der Probe mit einer geeigneten
funktionalen Substanz beschichtet. Bei der Quervernetzung wird die Substanz dann
auf die Oberseite der Hydrogelstrukturen u¨bertragen.
Es hat sich allerdings als vorteilhaft erwiesen, die funktionalen Moleku¨le gekop-
pelt an Polystyrol-Mikrobeads mit einem Durchmesser von einigen Mikrometern zu
u¨bertragen2. Die Verwendung von Beads hat drei wesentliche Vorteile gegenu¨ber der
U¨bertragung von ungekoppelten Moleku¨len:
1. Die Beads sorgen fu¨r eine gute Exponierung der funktionalen Moleku¨le auf
der Beadoberseite. Ohne die Beads ko¨nnte es passieren, dass die u¨bertragenen
Moleku¨le bei der Quervernetzung vom PEG-Hydrogel komplett inkorporiert
werden und somit nicht mehr exponiert zuga¨nglich sind.
2. Die opaken Beads schirmen die funktionalen Moleku¨le auf der Beadoberseite
von der UV-Strahlung ab. Das ist beispielsweise wichtig bei UV-empfindlichen
funktionalen Proteine.
3. Die Beads ermo¨glichen eine schnelle lichtmikroskopische Vorkontrolle der U¨ber-
tragung. Zwar ist die U¨bertragung der Beads noch kein eindeutiger Beweis
fu¨r eine geglu¨ckte Funktionalisierung, da die funktionalen Moleku¨le Schaden
genommen haben ko¨nnten. Fu¨r die in dieser Arbeit verwendete Funktionali-
sierung mit Streptavidin-bedeckten Beads (Dynabeads 2,8 µm Durchmesser,
Dynal) hat sich allerdings in der Praxis gezeigt, dass die U¨bertragung der Be-
ads in den allermeisten Fa¨llen auch mit einer erfolgreichen Funktionalisierung
einhergeht (siehe Kapitel 5.1.2 und Kapitel 5.2.2).
Vorbereitung der Probenkammer: Das fu¨r die Beschichtung mit Beads vorgesehene
Glaspla¨ttchen wird in Extran-Lo¨sung (Merck, 1:2 mit Wasser verdu¨nnt) im Ultra-
schallbad gereinigt, mit Wasser gespu¨lt und im N2-Strom getrocknet. Dann wird ein
ca. 10 µl großer Tropfen der gewu¨nschten Beadlo¨sung (beispielsweise Streptavidin
Dynabeads, 2,8 µm, Dynal) auf das Deckglas gegeben und mit der Pipettenspitze
leicht ausgestrichen. Anschließend la¨sst man die Beadlo¨sung ca. 20 Minuten ein-
trocknen. Zuru¨ck bleibt eine du¨nne Schicht - im Idealfall eine Monolayer - von Beads
auf dem Glaspla¨ttchen. Sobald die Beads komplett trocken gefallen sind, wird das
2Beads mit einem Durchmesser von unter einem Mikrometer tendieren dazu, ga¨nzlich in das
PEG-Hydrogel inkorporiert zu werden, und sind somit ungeeignet. Wesentlich gro¨ßere Beads
hingegen verursachen eine unno¨tige Vergro¨berung der Pillaroberfla¨che.
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Glaspla¨ttchen mit den Beads nach unten auf die Abstandshalter der Probenkammer
gelegt (siehe Abbildung 4.3).
Abbildung 4.3: Zusammenbau der Probenkammer (schematische Darstellung). Das
Deckglas wird mit der Beadschicht nach unten auf die leicht angefeuchteten Abstandshalter
(rot) aufgelegt. Ein Tropfen PEG-Lo¨sung wird neben die Kammer gegeben (dunkelgrau).
Die Probenkammer fu¨llt sich aufgrund von Kapillarkra¨ften.
Es ist wichtig und erfordert einige Erfahrung, hier den richtigen Zeitpunkt zu er-
kennen: Ist die Beadlo¨sung bei der PEG-Zugabe noch nicht vollsta¨ndig eingetrock-
net, so lo¨sen sich die Beads vom Deckglas und werden vom PEG-Strom mitgerissen.
Wartet man hingegen zu lange mit dem Zusammenbau, so la¨uft man gegebenenfalls
Gefahr, dass die auf den Beads sitzenden funktionalen Proteine denaturieren.
Nach dem Zusammenbau der Probenkammer werden ca. 70 µl PEG-Lo¨sung direkt
neben der Kammer auf das untere Glaspla¨ttchen gegeben. Durch die Kapillarkra¨fte
fu¨llt sich die Kammer dann innerhalb weniger Sekunden mit der Lo¨sung. Sobald
die Kammer komplett gefu¨llt ist kann die Probe im Mikroskop belichtet werden.
Das fu¨llen der Kammer durch die Kapillarkra¨fte ist wichtig. Gibt man einfach einen
Tropfen der PEG-Lo¨sung auf das untere Glaspla¨ttchen und deckt ihn dann erst wie
in Abbildung 4.2 mit dem Bead-bedeckten Deckglas zu, dann sorgt der ausgeu¨bte
Druck dafu¨r, dass das PEG alle Zwischenra¨ume zwischen den Beads und dem Deck-
glas ausfu¨llt. Die Beads werden dann beim Quervernetzen komplett in das Hydrogel
inkorporiert und die Funktionalisierung schla¨gt fehl (siehe Kapitel 5.1.2).
Behandlung der Probe nach dem Belichten: Nach dem Belichten wird die Probe in ei-
ne Petrischale mit sterilem physiologischen PBS-Puffer (siehe Anhang) gelegt. Dann
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wird das Deckglas vorsichtig mit einer Pinzette entfernt und das nicht quervernetzte
PEG ausgewaschen. Nach dem Waschvorgang kann die Probe bis zur weiteren Ver-
wendung mehrere Tage in frischem PBS im Ku¨hlschrank gelagert werden. Abbildung
4.4 zeigt den Herstellungsprozess noch einmal schematisch.
Abbildung 4.4: Herstellung beadfunktionalisierter PEG-Pillars (schematische
Darstellung). Nach dem Belichten wird das Deckglas entfernt, und das nicht quervernetzte
Hydrogel wird ausgewaschen.
U¨berpru¨fung der Biofunktionalisierung: Der Erfolg der Funktionalisierung mit Strep-
tavidin kann durch die Anbindung von DNA-Beads (siehe Kapitel 3.5.4) u¨berpru¨ft
werden. Dazu holt man die Probe aus dem PBS-Puffer, bela¨sst allerdings einen
kleinen Tropfen des Puffers auf dem Pillarfeld. Dann gibt man einige Mikroliter
der DNA-Bead-Lo¨sung hinzu. Wa¨hrend der ca. 20-minu¨tigen Inkubation werden die
sedimentierten Beads mehrfach wieder mit der Pipette aufgewirbelt. Anschließend
wird die Probe vorsichtig, aber gru¨ndlich mit PBS gespu¨lt und mit einem Tropfen
DAPI-Lo¨sung versetzt. Danach sieht man im Fluoreszenzmikroskop deutlich, ob die
DNA-Beads spezifisch an die Pillarko¨pfe angebunden haben3.
Wie in Kapitel 5.1.2 gezeigt, gelingt die Funktionalisierung mit Streptavidin-
Beads in den allermeisten Fa¨llen ohne Probleme. Das bedeutet allerdings nicht
zwangsla¨ufig, dass auch andere Proteine die teils harschen Herstellungsbedingungen
u¨berstehen. Immerhin wird das Protein erst eingetrocknet und muss dann wa¨hrend
der Quervernetzungsreaktion eine radikalische Umgebungschemie u¨berleben. Der
3Ein Nachweisversuch mit fluoreszenzmarkiertem Biotin (Atto-Biotin, Sigma Aldrich) ohne An-
bindung an Mikrobeads brachte hingegen keine eindeutigen Ergebnisse. Das Biotin diffundiert
in das weitmaschige PEG-Hydrogel ein und erzeugt dadurch eine zu hohe Hintergrundfluores-
zenz.
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Nachweis einer erfolgreichen Funktionalisierung muss demnach fu¨r jedes weitere in
Zukunft verwendete funktionale Moleku¨l einzeln erbracht werden.
4.1.4 Kalibration der Pillars
Nur bei bekannter Federkonstante ko¨nnen Pillars als Kraftsensoren eingesetzt wer-
den. Die Kalibration der Pillars ist demnach ein zentraler, und nach wie vor nicht
ganz zufriedenstellend gelo¨ster Aspekt in dieser Arbeit (vergleiche Kapitel 5.1.3). Es
wurden zahlreiche Methoden sondiert, um die Federkonstanten der Pillars verla¨sslich
zu bestimmen. Die wichtigsten Ideen werden im folgenden kurz vorgestellt.
1. Theoretische Berechnung: Die Federkonstanten exakt zylinderfo¨rmiger Pillars
ko¨nnen nach Gleichung 2.1 elementar berechnet werden, wenn Pillardimen-
sionen und das Elastizita¨tsmodul des Pillarmaterials bekannt sind. Innerhalb
einer gewissen Fehlertoleranz lassen sich so die Federkonstanten fu¨r mittels
RM hergestellte PDMS-Pillars bestimmen [35]. Fu¨r mittels MPL hergestell-
te PEG-Pillars gibt es jedoch zwei gravierende Probleme: Erstens weicht ihre
Form ha¨ufig leicht von der perfekten Zylindergeometrie ab, und zweitens sind
die Elastizita¨tsmodule der verwendeten Prepolymerlo¨sungen bisher nicht be-
kannt. Aus diesen Gru¨nden wird in dieser Arbeit auf eine theoretische Berech-
nung der Federkonstanten verzichtet.
2. Kreuzkalibration gegen AFM-Cantilever: Die Methode der Wahl ist in die-
ser Arbeit die Kreuzkalibration der Pillars gegen einen kalibrierten AFM-
Cantilever. Fu¨r AFM-Cantilever existieren aufgrund ihrer einfachen Geometri-
en und der kommerziellen Verwendung verla¨ssliche Eichkurven, anhand derer
sich die Federkonstante aus der thermischen Bewegung der Cantileverspitze
ermitteln la¨sst [93]. Die so kalibrierten Cantilever ko¨nnen gegen die Pillarspit-
ze bewegt werden, so dass sowohl der Pillar als auch der Cantilever ausgelenkt
werden. Aus dem Verha¨ltnis der beiden Auslenkwinkel la¨sst sich dann die Fe-
derkonstante des Pillars bestimmen. Diese Methode wurde in der vorliegenden
Arbeit verwendet und ist weiter unten in diesem Kapitel ausfu¨hrlich beschrie-
ben4.
3. Kalibration anhand von statistischen Daten: Auch ohne Kenntnis der exakten
Pillargeometrie und des Elastizita¨tsmoduls des verwendeten PEG-Hydrogels
ko¨nnten die Federkonstanten der Pillars eventuell u¨ber die Messung ihrer
Durchmesser bestimmt werden. Dazu mu¨sste eine statistisch aussagekra¨ftige
Anzahl von Pillars mit unterschiedlichen Durchmessern einzeln nach Methode
2.) kalibriert werden. Normalerweise besitzen die Pillars eines Pillarfeldes eine
vergleichbare Geometrie (vergleiche Kapitel 5.1). Das bedeutet, dass sich fu¨r
4Anstelle eines Cantilevers ko¨nnten im Prinzip auch andere Kraftsensoren mit bekannter Feder-
konstante verwendet werden - beispielsweise eine optische Pinzette fu¨r die Kalibration sehr
weicher Pillars.
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ihre Federkonstanten ein Zusammenhang k ∝ r3 ergeben sollte. Wenn dieser
Zusammenhang statistisch besta¨tigt werden kann, dann reicht in Zukunft bei
jedem Pillarfeld die Kalibration einiger weniger Pillars nach 2.), um daraus
auf die Federkonstanten aller Pillars der Probe schließen zu ko¨nnen.
4. Kalibration durch inhomogene Magnetfelder: Inhomogene Magnetfelder u¨ben
eine Kraft auf paramagnetische Beads aus. Dieser Effekt sollte sich bei bead-
funktionalisierten Pillars fu¨r eine elegante Kalibrationsmethode ausnutzen las-
sen: Ein in horizontaler Richtung stark inhomogenes Magnetfeld fu¨hrt zu einer
Verbiegung der Pillars. Die Verbiegung ist proportional zur Anzahl der auf
dem Pillar sitzenden Beads und antiproportional zur Federkonstante des Pil-
lars. Die gegenseitige Beeinflussung der Pillars untereinander durch Sto¨rungen
des a¨ußeren Magnetfelds sollte nach den Erfahrungen mit magnetischen Pin-
zetten vernachla¨ssigbar klein sein. Mit dieser Methode ließen sich auch ohne
exakte Kenntnis der verwendeten Magnetfelder alle Pillars einer Probe ohne
viel Aufwand relativ zueinander kalibrieren. Eine Kalibration einiger Pillars
nach 2.) wu¨rde dann die Federkonstanten aller Pillars dieser Probe liefern.
Kreuzkalibration, experimenteller Aufbau: In dieser Arbeit wurden alle Federkonstan-
ten mittels Kreuzkalibration gegen AFM-Cantilever (MLCT oder MSNL-10, Veeco)
bestimmt. Dazu wurde nach [78] ein spezieller Aufbau entwickelt, der es ermo¨glicht
einen Cantilever fest mit dem Sockel eines Mikroskops zu verbinden. Gleichzei-
tig kann die Probe mit dem Pillarfeld mittels Piezoprobentisch computergesteuert
schrittweise gegen den Cantilever verschoben werden. Die Abbildungen 4.5 und 4.6
zeigen den Kalibrationsaufbau.
Der Kalibrationsaufbau basiert auf einer Metallplatte, die den Probentisch u¨ber-
bru¨ckt und an beiden Seiten am Mikroskopsockel festgeschraubt ist. Auf der Metall-
platte ist ein Aufbau aus Mikrometertischen montiert, der sich u¨ber die Mikrome-
terschrauben manuell in alle drei Raumrichtungen verstellen la¨sst. An diesem Auf-
bau wiederum ist ein speziell konstruierter Aluminiumhalter befestigt, in den sich
eine Glasmikroplatte einspannen la¨sst [94]. Durch die Mikrometertische la¨sst sich
der Aluminiumhalter in alle drei Raumrichtungen justieren, durch eine weitere Mi-
krometerdrehschraube la¨sst sich zusa¨tzlich sein Winkel bezu¨glich des Probentisches
einstellen (siehe Abbildung 4.6). An die Glasmikroplatte wird wiederum ein AFM-
Cantilever (MLCT oder MSNL-10, Veeco) in einem Winkel von ca. 45° gegenu¨ber
der Mikroplattenachse mit Sekundenkleber (UHU) aufgeklebt (siehe Abbildung 4.7).
Das Pillarfeld hingegen liegt in einer mit PBS gefu¨llten Petrischale auf dem Pro-
bentisch des Mikroskops. Der Cantilever wird nun mit den Justiervorrichtungen
vorsichtig in das PBS eingetaucht. Anschließend folgt die im na¨chsten Abschnitt
beschriebene Feinjustierung mit Hilfe des Mikroskops.
Feinjustage des Kalibrationsaufbaus: Der erste Schritt der Feinjustage ist die genaue
Ho¨henjustierung des Cantilevers bezu¨glich des zu kalibrierenden Pillars. Dazu wird
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Abbildung 4.5: Der Kalibrationsprozess (schematische Darstellung). Der zu kali-
brierende Pillar wird schrittweise gegen den starr mit dem Mikroskopgeha¨use verbunde-
nen AFM-Cantilever bewegt. Kommen Pillar und Cantilever miteinander in Kontakt, so
werden sie bei weiterer Bewegung beide aus der Ruhelage ausgelenkt.
Abbildung 4.6: Der Kalibrationsaufbau (fotografische Abbildung). (1) Der auf einer
Glasmikroplatte aufgeklebte Cantilever u¨ber der Probe mit dem zu kalibrierenden Pillar.
(2) Der Aluminiumhalter, in dem die Glasmikroplatte eingespannt ist. (3) Mikrometer-
schrauben zur Feinjustage.
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Abbildung 4.7: Befestigung des AFM-Cantilever am Kalibrationsaufbau (foto-
grafische Abbildung). Der Cantilever wird im 45°-Winkel auf die Glasmikroplatte aufge-
klebt. Dadurch steht er nach dem Einspannen der Glasmikroplatte in den Kalibrations-
aufbau senkrecht zum Mikroskop-Probentisch. Maßstab 1 cm.
das Mikroskop auf den Pillarkopf fokussiert, was bei beadfunktionalisierten Pillars
besonders einfach ist. Nun wird der Cantilever per Mikrometerschraube so lange
abgesenkt, bis auch die Cantileverspitze scharf im Fokus erscheint. Anschließend er-
folgt eine horizontale Verschiebung des Cantilevers in die Bildmitte. Dann wird der
Pillar mit Hilfe des computergesteuerten Probentischs horizontal gegen den Can-
tilever bewegt. Stoßen Cantilever und Pillar dabei zusammen, das heißt wird der
Pillar ausgelenkt, so wird die Probe mittels Probentisch um 1 µm abgesenkt und
die Prozedur wiederholt - immer wieder, solange bis der Pillar gerade nicht mehr
mit dem Cantilever zusammen sto¨ßt. Wurde dieser Punkt gefunden, dann wird die
Probe wieder 3 µm nach oben bewegt, der Cantilever greift dann also (3 ± 3µm)
unterhalb der Pillaroberfla¨che an den Pillar an. Die Kenntnis des Angriffspunkts ist
wichtig fu¨r die Berechnung der Federkonstanten des Pillars (siehe Gleichung 4.6).
Abschließend wird der Pillar im Mikroskopbild horizontal so ausgerichtet, dass er
knapp oberhalb des Cantilevers zu sehen ist. Dabei muss der Cantilever fu¨r das Mus-
tertracking allerdings seitlich teilweise u¨ber den Pillar herausragen (siehe Abbildung
4.8).
Der Kalibrationsprozess: Fu¨r die eigentliche Kalibration wird der Pillar jetzt in
Schritten von je 1 µm im Mikroskopbild nach unten gegen den Cantilever bewegt,
und dann jeweils ein Bild aufgenommen. Bei dem fu¨r die Kalibration verwendeten
Mikroskop (DeltaVision, Applied Precision) o¨ffnet sich der Lampenshutter norma-
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Abbildung 4.8: Feinjustage von Pillar und Cantilever (lichtmikroskopische Auf-
nahme). Nach erfolgter Feinjustage ergibt sich die hier dargestellte Situation. Deutlich zu
erkennen sind der Bead-bedeckte Pillarkopf (1) und die Cantileverspitze (2). Maßstab 25
µm.
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lerweise erst unmittelbar vor der Aufnahme des Bilds automatisch. Die vom Shutter
verursachten Schwingungen u¨bertragen sich dann u¨ber den Kalibrationsaufbau auf
den Cantilever. Die Cantileverschwingung ist zwar stark geda¨mpft - trotzdem er-
scheint er auf den Mikroskopbildern unscharf, was eine exakte Kalibration unmo¨glich
macht. Der Effekt kann aber unterdru¨ckt werden indem der Lampenshutter mindes-
tens eine Sekunde vor Aufnahme jedes Bildes manuell geo¨ffnet wird. Der Cantilever
erscheint dann scharf auf den Mikroskopieaufnahmen.
Die gesamte Prozedur (Lampenshutter manuell o¨ffnen, Probentisch um 1 µm be-
wegen, Bild aufnehmen) wird so lange wiederholt, bis der Pillar aufgrund seiner
Verbiegung den Kontakt mit dem Cantilever verliert und in seine Ausgangspositi-
on zuru¨ck schnappt. Ab diesem Punkt wird die Schrittrichtung des Probentischs
umgedreht und die Kalibrationsprozedur von der anderen Cantileverseite kommend
erneut durchgefu¨hrt. Wiederum so lange, bis der Pillar in seine Ausgangslage zuru¨ck
schnappt. Der gesamte Kalibrationsvorgang wird dann aus statistischen Gru¨nden
noch zweimal wiederholt.
Bei einem Angriffspunkt des Cantilevers von ca. 3 µm unterhalb der Pillaroberfla¨-
che schnappt der Pillar in der Regel. bei einem Auslenkwinkel von ≤ 15° zuru¨ck. Das
ist auch wichtig, da ansonsten die in Gleichung 2.1 gemachte Na¨herung sin(x) ≈ x
nicht mehr im Rahmen enger Fehlergrenzen gu¨ltig ist5. Im Ausnahmefall kann ein
Pillar bei der Kalibration jedoch deutlich sta¨rker ausgelenkt werden. Wenn sich bei-
spielsweise der Cantilever am Kopf eines sehr du¨nnen Pillars verhakt, so kann dieser
Pillar beim Kalibrationsprozess unter Umsta¨nden regelrecht in die La¨nge gezogen
werden. In diesem Fall ist der Prozess abzubrechen und neu zu beginnen.
Bestimmung der Kalibrationstrajektorien: Die im Kalibrationsprozess aufgenommene
Bilderserie erlaubt nun eine Bestimmung der Auslenkungen des zu kalibrierenden
Pillars und des kalibrierten Cantilevers. Der Pillar bewegt sich in der Bilderserie
anfangs genau um die Schrittweite des Probentischs xT = 1 µm/Bild, bis er auf den
Cantilever trifft. Nach dem Aufeinandertreffen muss die Tischschrittweite durch die
addierten Auslenkungen von Pillar (xP ) und Cantilever (xC) kompensiert werden.
Es gilt demnach:
xP + xC = xT (4.1)
Da der Cantilever in der Bilderserie aufgrund seiner scharf umrandeten Form
deutlich genauer erkannt und verfolgt (getrackt) werden kann als der Pillar, wird fu¨r
die Kalibration nur die Trajektorie des Cantilevers herangezogen.
Fu¨r das automatische Tracken der Cantileverposition xC hat sich das Calibration-
Werkzeug der frei erha¨ltlichen Kameratracking-Software ICARUS bewa¨hrt6 (v.2.08,
5bei α = 15° macht die Na¨herung einen Fehler von 1,14%, bei gro¨ßeren Auslenkwinkeln steigt
der Fehler hingegen schnell an
6es wurden mehrere frei erha¨ltliche Mustertrackingwerkzeuge ausprobiert, ICARUS lieferte die
verla¨sslichsten Ergebnisse.
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Advanced Interfaces Group, University of Manchester). Das Programm ermo¨glicht
es dem Nutzer, in einem Videofilm selbst gewa¨hlte Muster mit Subpixelgenauigkeit
zu verfolgen. Normalerweise wird das Programm vor allem dazu verwendet, Kame-
rawackler bei Videofilmen herauszurechnen - es eignet sich aber auch hervorragend
fu¨r das tracken von Mustern aller Art in Mikroskopievideos. Eine Beschreibung des
Programms findet sich in [95]. Die so ermittelten 2D-Trajektorien des Cantilevers
werden im ASCII-Format ausgegeben und anschließend mit den Programmen EX-
CEL (Microsoft) und ORIGIN (OriginLab) ausgewertet.
Auswertung der Kalibrationstrajektorien: In der mittels ICARUS ermittelten Trajek-
torie der Cantileverposition lassen sich mehrere charakteristische Ereignisse erken-
nen (siehe Abbildung 4.9).
1. Basislinie: Pillar und Cantilever sind nicht in Kontakt, der Cantilever wird
deshalb bei einer Bewegung des Probentisches nicht ausgelenkt. Manchmal ist
allerdings ein leichter linearer Drift in der Trajektorie zu erkennen, beispiels-
weise aufgrund von Temperaturschwankungen.
2. Erster Kontaktpunkt: Pillar und Cantilever treffen erstmals aufeinander.
3. Linearer Auslenkbereich: Der Cantilever wird nach Gleichung 2.2 linear durch
die Bewegung der Probe ausgelenkt7.
4. Verlustpunkt: Der Pillar verliert aufgrund seiner Verbiegung den Kontakt zum
Cantilever.
5. Zuru¨ckschnappen: Nach dem Kontaktverlust schnappen Pillar und Cantilever
wieder in ihre Ruhepositionen zuru¨ck.
6. Zweiter Kontaktpunkt: Der Pillar trifft von der anderen Seite kommend wieder
auf den Cantilever.
In ORIGIN werden die Trajektorien nun aufgespalten in eine Trajektorie fu¨r
die Basislinie und je eine Trajektorie fu¨r die beiden Bereiche linearer Auslenkung.
Anschließend werden die einzelnen Trajektorien linear angefittet (siehe Abbildung
4.10).
Durch die linearen Fits wird jeweils das Verha¨ltnis m′ := xC
xT
aus Cantileveraus-
lenkung zu Tischbewegung und gegebenenfalls der Grunddrift mD ermittelt. Aus
diesen Werten la¨sst sich bei bekannter Federkonstante des Cantilevers kC nun die
Federkonstante des Pillars berechnen.
7Streng genommen ist die Auslenkung nicht exakt linear. Neben der Na¨herung sin(x) ≈ x wandert
auch der Angriffspunkt des Cantilevers am Pillar bei zunehmender Pillarauslenkung immer
weiter Richtung Pillarkopf. Dadurch wird die effektive Federkonstante des Pillars stetig kleiner,
und die Auslenkung pro Bild sollte demnach langsam ansteigen. In der Praxis ist jedoch auch
dieser Effekt im Rahmen der angenommenen Fehlergrenzen zu vernachla¨ssigen.
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Abbildung 4.9: Theoretisch erwartete Trajektorie der Cantileverposition. Jeder
Wert auf der X-Achse entspricht einem Mikroskopbild. Zwischen zwei Bildern wird die
Probe um jeweils 1 µm relativ zum Cantilever bewegt. Beschreibung der charakteristischen
Abschnitte der Trajektorie: siehe Text.
Abbildung 4.10: Bestimmung der Pillar-Federkonstante aus der Cantilevertra-
jektorie. Die Basislinie und die beiden linearen Auslenkbereiche werden linear angefittet
(rot gestrichelt).
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Dazu werden die Werte fu¨r m’ als erstes auf den linearen Grunddrift korrigiert:
m = m′ −mD (4.2)
Zwischen ausgelenktem Pillar und ausgelenktem Cantilever herrscht Kra¨ftegleich-
gewicht. Nach dem Hook’schen Gesetz [36] gilt dann:
kC · xC = kP · xP (4.3)
was mit Gleichung 4.1 umgeformt werden kann zu
kP = kC · xC
xT − xC (4.4)
mit m = xC/xT folgt fu¨r die Federkonstante des Pillars
kP = kC · m
1−m (4.5)
Die auf diese Weise bestimmte Federkonstante k′P fu¨r den Pillar der Ho¨he h ist
streng genommen eine lineare Mittelung der Federkonstanten von Pillars mit Ho¨hen
h’ zwischen h′ = (h − 3µm) ± 3µm und h′ = h ± 3µm, da der Cantilever an-
fangs ca. 3 µm unterhalb der Pillaroberkante angreift, und unmittelbar vor dem
Zuru¨ckschnappen direkt an der Kante. Der dadurch entstehende Fehler wird durch







Bei insgesamt N Wiederholungen des Kalibrationsvorgang gilt fu¨r die endgu¨ltige
Federkonstante kP des Pillars [96]:










(2N · (2N − 1)) ·
√∑
(kP i − kP )2 (4.9)
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4.2 Kraftmessungen zwischen fusionierenden
Mitosespindeln
Mit der in diesem Kapitel beschriebenen Beispielanwendung soll demonstriert wer-
den, dass sich die in Kapitel 4.1 entwickelten PEG-Pillarfelder tatsa¨chlich in der
Praxis zur Messung von Kra¨ften in biologischen Systemen eignen. Kapitel 4.2.1
erla¨utert Versuchsaufbau und -Durchfu¨hrung zur Messung von Kra¨ften zwischen fu-
sionierenden Mitosespindeln, Kapitel 4.2.2 die Auswerteprozedur der gewonnenen
Daten. Die Ergebnisse der Experimente werden in Kapitel 5.2 vorgestellt.
4.2.1 Versuchsaufbau
Im Vorfeld des Versuchs werden ein Streptavidin-funktionalisiertes Pillarfeld nach
Kapitel 4.1.2, mitotisches Froschei-Extrakt nach Kapitel 3.5.3 und ein Kammerde-
ckel fu¨r die Versuchskammer (siehe unten) hergestellt. Der Kammerdeckel kann vor
der Verwendung mehrere Monate gelagert werden, das funktionalisierte Pillarfeld
einige Tage. Das Froschei-Extrakt muss am Tag der Versuchsdurchfu¨hrung frisch
hergestellt werden. Der Versuch selber besteht dann im wesentlichen aus drei Ar-
beitsschritten: Anbindung von DNA-Beads an die Pillarko¨pfe, Inkubation der Pillars
in mitotischem Extrakt und Beobachtung der Spindelassemblierung im LSM.
Herstellung des Kammerdeckels: Die Versuchskammer besteht letztendlich aus einem












Abbildung 4.11: Aufbau der Versuchskammer (schematische Darstellung). Die Ver-
suchskammer besteht aus dem Glaspla¨ttchen mit dem PEG-Pillarfeld, und dem aus PDMS
und einem extradu¨nnem Deckglas bestehenden Kammerdeckel. Mit den Pillarko¨pfen nach
unten zeigend wird in der Extraktgefu¨llten Versuchskammer mit einem LSM die Spindel-
bildung beobachtet.
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Der Kammerdeckel wird mit dem RM Verfahren produziert (siehe Kapitel 3.4.2).
Das Abgussmaster muss jedoch nicht fotolithografisch hergestellt werden - stattdes-
sen wird ein ca. (0,3 x 1,0) cm2 großes Stu¨ck Klarsichtfolie mit zwei u¨bereinander
liegenden Streifen doppelseitigen Klebebands (Tesa) auf einen Objekttra¨ger aufge-
klebt. Es wird dabei die selbe Klarsichtfolie verwendet, die auch bei der Pillarher-
stellung als Abstandshalter eingesetzt wurde (siehe Kapitel 4.1.2). Durch die beiden
Klebebandstreifen mit einer Ho¨he von jeweils ca. 30 µm wird sichergestellt, dass
die entstehende Versuchskammer ca. 60 µm ho¨her ist als die entsprechenden Pillars,
und somit genug Raum fu¨r die Assemblierung der Spindeln bleibt.
Das Abgussmaster wird nach Kapitel 3.1.3 mit 1H,1H,2H,2H-Perfluorooctyltri-
chlorsilan behandelt und anschließend mit PDMS Prepolymer ausgegossen. Dann
wird ein extra du¨nnes Deckglas (Deckglas #0, (0,08 - 0,12) mm, Assistent) fest auf
das PDMS aufgepresst, so dass nur eine sehr du¨nne Schicht PDMS zwischen der
Klarsichtfolie und dem Deckglas verbleibt. Das PDMS wird dann im Ofen querver-
netzt und anschließend vorsichtig vom Abgussmaster abgelo¨st.
Anbindung von DNA-Beads an die Pillarko¨pfe: Der eigentliche Versuch startet mit
der Anbindung von DNA-Beads (siehe Kapitel 3.5.4) an die Pillarko¨pfe. Dazu wird
ein Aliquot von 10 bis 20 µl der DNA-Bead-Suspension8 langsam auf Eis aufgetaut,
und die Beads anschließend in 10 µl 3-molarer KCL-Lo¨sung u¨berfu¨hrt 9. Das Pil-
larfeld wird wa¨hrenddessen gru¨ndlich mit CSF-XB-Puffer (siehe Anhang) gespu¨lt,
um den PBS-Puffer und gegebenenfalls lose Streptavidin-Beads abzuwaschen. Dann
wird die Probe um das Pillarfeld herum mit Filterpapier abgetrocknet, die Pillars
selber sollten aber stets mit Flu¨ssigkeit benetzt bleiben. Jetzt wird die Bead-KCl-
Suspension mit einer Pipette auf das Pillarfeld getropft. Dann la¨sst man die Pillars
40 Minuten bei 4° C inkubieren, wobei die sedimentierten DNA-Beads etwa alle
zehn Minuten wieder mit der Pipette aufgewirbelt werden. Dabei ist die Bildung von
Luftbla¨schen unbedingt zu vermeiden, da die DNA-Beads sehr empfindlich auf Luft-
sauerstoff reagieren. Durch das wiederholte aufwirbeln und sedimentieren kommen
die DNA-Beads ausreichend mit den Streptavidin-funktionalisierten Pillarko¨pfen in
Kontakt um anzubinden. Nach der Inkubation wird das Pillarfeld gru¨ndlich in CSF-
XB-Puffer gereinigt. Dabei wird durch Pipettieren eine ausreichend starke Stro¨mung
im Puffer erzeugt, um die Probe von allen unspezifisch adherierten oder nur schwach
angebundenen DNA-Beads zu reinigen. Gleichzeitig darf die erzeugte Stro¨mung nicht
so stark sein, dass die angebundenen DNA-Beads von den Pillarko¨pfen abgerissen
werden.
Inkubation der Pillars mit Extrakt: Nach der Reinigung in CSF-XB-Puffer wird das
Glaspla¨ttchen um das Pillarfeld herum wieder mit Filterpapier abgetrocknet. Dann
8Die Konzentration der DNA-Beads entspricht der der Strepatvidin-Beads (6 · 105Beads/µl)
9dazu werden die Beads mit einem starken Magneten an der Seite des Eppendorfgefa¨ßes gesam-
melt, und dann das Extrakt gegen die KCl-Lo¨sung ausgetauscht.
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werden die Pillars mit ca. 50 µl mitotischem Extrakt gespu¨lt, um den Puffer restlos
zu entfernen. Nun fa¨rbt man 40 µl mitotisches Extrakt mit DAPI und Rhodamin-
Tubulin an, und tropft es auf das Pillarfeld. Durch Aufsetzen des Kammerdeckels
wird die Probe vorsichtig und luftblasenfrei verschlossen.
Beobachtung der Spindelassemblierung im LSM: Die verschlossene Versuchskammer
wird mit den Pillarko¨pfen nach unten zeigend in den Probentisch des auf 20° C
temperierten LSM (Meta 510, Zeiss) eingespannt. Im Hellfeld-Modus wird zuna¨chst
mit einem 10x Objektiv auf die auf den Pillarko¨pfen sitzenden Beads fokussiert.





– Plan-Neofluar 40x/1,3 Oil
• Temperatur: 20° C
• Scan Mode: Plane, multi track, 8bit, 1024 x 1024
• Strahlteiler
– MBS: HFT 405/488/543
– DBS1: Mirror
– DBS2: NFT 545
Kanal 1 (DAPI)
• Anregungslaser: Ar, 405 nm, 31% Laserleistung
• Filterset: BP 420-480 nm
• Pinhole (10x / 20x / 40x): 420µm / 470µm / 1000µm
Kanal 2 (Rhodamin)
• Anregungslaser: HeNe, 543 nm, 9% Laserleistung
• Filterset: BP 560-615 nm
• Pinhole (10x / 20x / 40x): 260µm / 475µm / 1000µm
10Die Einstellungen werden nach Bedarf angepasst und ko¨nnen je nach Versuchstag leicht von den
hier angegebenen Werten abweichen.
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Im DAPI-Kanal la¨sst sich fortlaufend die Position der DNA-Beads - und damit
auch der Pillarko¨pfe - beobachten. Im Rhodamin-Kanal la¨sst sich die Assemblierung
von Mikrotubuli zu Astern und Spindeln verfolgen.
Nach ca. 10-15 Minuten ko¨nnen im Rhodamin-Kanal die ersten Mikrotubulian-
sammlungen um DNA-Bead-Cluster ausgemacht werden. Man wa¨hlt nun einen be-
sonders interessant erscheinenden Bereich des Pillarfelds aus und beobachtet diesen
im folgenden mit dem 40x O¨l-Objektiv bei gleichzeitiger Videoaufzeichnung beider
Fluoreszenzkana¨le. Nach ca. 30-45 Minuten erscheinen im Erfolgsfall die ersten voll
ausgebildeten Spindeln, im DAPI-Kanal lassen sich gegebenenfalls die Auslenkungen
der Pillars durch die auftretenden Kra¨fte beobachten. Nach ca. 90 Minuten zerfallen
die Mitosespindeln langsam wieder, und das Experiment wird beendet. Die in diesen
Experimenten gemachten Beobachtungen werden in Kapitel 5.2 vorgestellt.
4.2.2 Auswerteprozedur
Nach erfolgreicher Durchfu¨hrung des in Kapitel 4.2.1 beschriebenen Versuchs bleiben
zwei Aufgaben zu erledigen: Die Pillarauslenkungen mu¨ssen quantitativ bestimmt
und die beteiligten Pillars nach Kapitel 4.1.4 kalibriert werden.
Die Pillarauslenkungen werden analog zu Kapitel 4.1.4 durch Mustertracking
quantifiziert. Allerdings mu¨ssen dieses mal die Pillars selbst getrackt werden, was
anhand des DAPI-Kanals des Videos aber sehr gut gelingt. Die fluoreszierenden
DNA-Beads erzeugen auf jedem Pillarkopf ein sehr charakteristisches und somit
leicht verfolgbares Muster.
Fu¨r die Kalibration der beteiligten Pillars ist es wichtig, sich auf einer U¨bersichts-
aufnahme des Pillarfeldes die genaue Position der fraglichen Pillars zu markieren.
Nach dem Spindelexperiment wird dann der Kammerdeckel wieder vorsichtig ent-
fernt. Das Pillarfeld wird mit PBS gespu¨lt, in PBS bei 4° C gelagert und mo¨glichst
zeitnah nach der in Kapitel 4.1.4 beschriebenen Methode kalibriert.




In diesem Kapitel werden die Ergebnisse der in Kapitel 4 beschriebenen Experimen-
ten vorgestellt. Kapitel 5.1 pra¨sentiert die Eigenschaften der hergestellten PEG-
Hydrogelstrukturen, in Kapitel 5.2 werden erste Ergebnisse bei der Messung der
Kra¨fte zwischen fusionierenden Mitosespindeln gezeigt.
5.1 Herstellung und Charakterisierung von
Hydrogelstrukturen
In diesem Kapitel werden einige nach Kapitel 4.1 hergestellte PEG-Hydrogelmikro-
strukturen mit ihren charakteristischen Eigenschaften vorgestellt. Das wichtigste
Werkzeug zur Charakterisierung der Strukturen ist dabei das REM (siehe Kapitel
3.1.2), da sich anhand von REM-Aufnahmen auch die dreidimensionale Struktur
der Hydrogele ansatzweise erkennen la¨sst. Bei allen REM-Aufnahmen von PEG-
Hydrogelstrukturen ist aber zu beachten, dass die Proben vor der Betrachtung im
REM getrocknet und evakuiert werden mu¨ssen. Die Strukturen weichen in ihrer
Form dadurch teilweise von ihrer Form in Wasser oder Pufferlo¨sung ab. Das macht
sich meist nur durch Faltenwurf auf der Hydrogeloberfla¨che bemerkbar - du¨nne Pil-
lars ko¨nnen jedoch beim austrocknen teilweise umfallen1. Trotz dieser Abweichungen
vermitteln REM-Aufnahmen in aller Regel einen recht guten Eindruck von der drei-
dimensionalen Struktur der erzeugten Hydrogele, und liefern dadurch deutlich mehr
Informationen als lichtmikroskopische Aufnahmen.
5.1.1 Herstellung per Replika Moulding
PEG-Pillars ko¨nnen mittels RM (siehe Kapitel 4.1.1) weitgehend analog zu PDMS-
Pillars hergestellt werden. Allerdings sind die hierbei erreichbaren Aspektverha¨ltnisse
1Werden Proben mit umgefallenen Pillars wieder mit Wasser benetzt, so richtet sich allerdings
die meisten Pillars wieder von selbst auf.
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durch die mechanische Belastung der Pillars beim Ablo¨seprozess vom Abgussmas-
ter nach oben hin beschra¨nkt. Zwar ko¨nnen mit SU-8-Lack mitlerweile Aspekt-
verha¨ltnisse von u¨ber 20 erreicht werden [97], aber solche Strukturen sind nicht als
Abgussmaster fu¨r Pillarfelder geeignet. Mittels RM hergestellte PEG-Pillarfelder las-
sen sich bei kleinen Aspektverha¨ltnissen manuell gut von vorher silanisierten PDMS-
Abgussmastern ablo¨sen. Bei gro¨ßeren Aspektverha¨ltnissen wird das Abgussmaster
inklusive des PEG-Abgusses fu¨r einige Zeit in Wasser gelegt. Das Hydrogel quillt
dann auf und wird dadurch aus dem Master herausgedru¨ckt. Abbildung 5.1 zeigt
mittels RM hergestellte PEG-Pillarfelder.
(a) (b)
Abbildung 5.1: PEG-Pillarfelder, hergestellt nach dem Replika Moulding Ver-
fahren (elektronenmikroskopische Aufnahmen). (a) U¨bersichtsaufnahme, Maßstab 200
µm. (b) Detailaufnahme, Maßstab 20 µm.
Es zeigt sich, dass mit dieser Technik großfla¨chige und sehr gleichma¨ßige Pil-
larfelder hergestellt werden ko¨nnen. Allerdings wird die Herstellung bei Aspekt-
verha¨ltnissen jenseits von ca. fu¨nf zunehmend schwierig, es brechen immer mehr
Pillars beim Ablo¨seprozess von der Probe ab. Das Hauptproblem ist jedoch, dass
keine verla¨ssliche Methode zur spezifischen Biofunktionalisierung der Pillarko¨pfe
entwickelt werden konnte (siehe [60]). Aus diesen und weiteren Gru¨nden (siehe Ka-
pitel 4.1.1) konzentriert sich diese Arbeit auf die Herstellung von Pillarfelder mittels
MPL. Dennoch ko¨nnte die RM-Methode fu¨r bestimmte Anwendungen die Methode
der Wahl sein - beispielsweise fu¨r Experimente, die keine spezifische Biofunktionali-
sierung beno¨tigen.
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5.1.2 Herstellung per Mikroskop-Projektionslithografie
Mit der MPL-Methode wurde eine große Zahl verschiedener Pillarfelder hergestellt
um das Verfahren zu optimieren und die Mo¨glichkeiten und Grenzen dieser Technik
auszuloten. Dabei wurden die Pillarfelder vor allem in Hinblick auf die Spindelan-
wendung (siehe Kapitel 4.2) optimiert, und dann schließlich auch dafu¨r eingesetzt.
Die vorla¨ufigen Ergebnisse der Versuche mit Mitosespindeln finden sich in Kapitel
5.2. In diesem Kapitel werden einige Pillarfelder und andere Hydrogelstrukturen
vorgestellt, die mit verschiedenen Parametern fabriziert wurden.
Objektivwahl
Sehr unterschiedliche Ergebnisse erha¨lt man bei der Wahl verschiedener Mikroskop-
objektive. Allgemein la¨sst sich sagen, dass nur Fluoreszenzobjektive ohne Phasenring
eingesetzt werden sollten. In Abbildung 5.2 werden die resultierenden Pillarstruk-
turen bei Verwendung der selben Belichtungsmaske, aber zweier unterschiedlicher
Objektive gezeigt. In beiden Fa¨llen war die Aperturblende vollsta¨ndig geo¨ffnet2.
(a) (b)
Abbildung 5.2: Auswirkungen des verwendeten Mikroskopobjektivs auf die
Form der erzeugten Pillars (elektronenmikroskopische Aufnahmen). (a) Plan-Neofluar
10x/0,3 und (b) Plan-Neofluar 40x/0,75. In (b) ist eine starke Abweichung von der
gewu¨nschten zylindrischen Pillarstruktur deutlich zu erkennen. Maßstab 15 µm.
Aus den REM-Aufnahmen la¨sst sich deutlich erkennen, dass das verwendete 10x
2Bei teilweise geschlossener Aperturblende steigt die notwendige Belichtungszeit rasch an und die
Abbildungsgu¨te wird deutlich schlechter.
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Objektiv wegen des geringen O¨ffnungswinkel seines Beleuchtungskegels am geeig-
netsten ist fu¨r die Herstellung von hohen Pillarstrukturen. Bei der Verwendung von
Objektiven mit sta¨rkerer Vergro¨ßerung weichen die erzeugten Pillars immer mehr
von der gewu¨nschten Zylinderform ab. Bei geringen Pillarabsta¨nden kommt es dann
teilweise sogar zum Verschmelzen der einzelnen Strukturen an der Basis.
Belichtungsdauer
Bei la¨ngerer Belichtungsdauer fangen die erzeugten Hydrogel-Strukturen an, u¨ber
die belichtete Region hinauszuwachsen (siehe auch [98]). Zwei Prozesse sind dabei
als Ursache denkbar: Entweder diffundieren die erzeugten Initiatorradikale zuneh-
mend in die Umgebung und sorgen dort ab einer bestimmten kritischen Radikal-
konzentration ebenfalls fu¨r Quervernetzung - oder aber die Quervernetzung wird
von Mikroskopstreulicht verursacht. Fakt ist jedenfalls, dass sowohl Belichtungszeit
als auch Beleuchtungshomogenita¨t eine große Rolle bei der Erzeugung gleichma¨ßiger
Strukturen spielen, die das Muster der verwendeten Belichtungsmaske qualitativ gut
nachbilden. Abbildung 5.3 zeigt Pillarfelder, die mit verschiedenen Belichtungszei-
ten bei ansonsten identischen Versuchsbedingungen hergestellt wurden. Der Einfluss
von Beleuchtungsinhomogenita¨ten wird im na¨chsten Abschnitt nochmals genauer
ero¨rtert.
Wahl der UV-Quelle
Neben der Belichtungszeit spielt auch die Beleuchtungssta¨rke eine erhebliche Rol-
le bei der Herstellung qualitativ hochwertiger Hydrogelstrukturen. Es zeigte sich
bei den Experimenten immer wieder, dass schon eine leichte Dejustage der anfangs
verwendeten Quecksilberdampflampe (HBO-100, Zeiss) zu erheblichen Inhomoge-
nita¨ten in den hergestellten Pillarfeldern fu¨hrt. Es ist jedoch a¨ußerst schwierig, die
HBO-Lampe exakt zu justieren - und selbst bei sorgfa¨ltigster Justage bleiben un-
vermeidbare Inhomogenita¨ten im Lichtkegel u¨brig. Zudem besitzen die Birnen fu¨r
die HBO-Lampe eine maximale Brenndauer von 300 Stunden - zu wenig, um repro-
duzierbare Versuchsbedingungen u¨ber einen langen Zeitraum zu garantieren. Aus
diesen Gru¨nden wurde auch mit einer 120 W-Metallhalidlampe mit 1500 Stunden
Brenndauer (X-Cite 120 PC, EXFO) als UV-Quelle experimentiert. Es zeigte sich,
dass sich mit der X-Cite 120 PC wesentlich leichter homogene Pillarfelder herstellen
lassen als mit der HBO-100-Lampe. Im folgenden wurde deshalb meist die X-Cite
120 PC verwendet.
Belichtungsmaskendesign
Pillardurchmesser und -Anordnung werden im wesentlichen durch die verwendete
Belichtungsmaske bestimmt. Es wurden deshalb im Rahmen dieser Arbeit anfangs
zahlreiche unterschiedliche Belichtungsmasken hergestellt, um Mo¨glichkeiten und
Grenzen des Belichtungsmaskendesigns auszuloten. Spa¨ter wurden die Masken dann
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Abbildung 5.3: Auswirkungen der Belichtungsdauer auf die entstehenden Pil-
lars (links lichtmikroskopische, rechts elektronenmikroskopische Aufnahmen). Es wurde
eine Maske mit verschiedenen Pillar-Absta¨nden verwendet, um die Auswirkungen der Be-
lichtungsdauer auf unterschiedliche Pillarstrukturen gleichzeitig in einem Experiment un-
tersuchen zu ko¨nnen. Die Pillarlo¨cher in der Maske haben alle den selben Durchmesser
- Unterschiede in der resultierenden Hydrogelstruktur beruhen auf der hier verwendeten,
schlecht justierten HBO 100 - Lampe als UV-Quelle (siehe Text). Es zeigt sich, dass eng
beiander stehende Pillars schon nach wenigen Sekunden miteinander verschmelzen (rechts
unten im Bild), wohingegen weit auseinander stehende Pillars erst sehr viel spa¨ter von
diesem Pha¨nomen betroffen sind. Maßstab 200 µm.
76 5 Ergebnisse
hinsichtlich der Mitosespindelanwendung optimiert. Die letzendlich optimale Mas-
kenstruktur ist in Abbildung 5.4 dargestellt. Abbildung 5.5 zeigt Pillars, die mit
dieser Maske hergestellt wurden.
Abbildung 5.4: Die fu¨r die Spindelversuche letztlich meistens verwendeten
Maskenstruktur SLA009 (schematische Darstellung). Die Zahlen geben die markierten
Absta¨nde im hergestellten Pillarfeld in µm an. Der Durchmesser der Pillarlo¨cher betra¨gt
12µm3.
sonstige Beobachtungen
Abbildung 5.6 zeigt einige weitere interessante Beobachtungen bei der Pillarherstel-
lung. Die MPL-Methode ist nicht auf Pillarstrukturen beschra¨nkt. Bei Verwendung
entsprechender Belichtungsmasken ko¨nnen beliebige quasi-dreidimensionale Hydro-
gelstrukturen erzeugt werden (vergleiche Abbildung 5.6 (a)). Die du¨nnsten expe-
rimentell beobachteten Pillars hatten einen Durchmesser von etwa (5 ± 2) µm.
Pillars mit Durchmessern von unter etwa 10 µm fallen beim Austrocknen der Probe
meist um (vergleiche Abbildung 5.6 (b)). Abbildung 5.6 (c) demonstriert die Not-
wendigkeit, unter Luftabschluss zu arbeiten. In diesem fru¨hen Experiment wurde
statt dem Aufbau aus Abstandshaltern und Deckglas eine PDMS-Flusszelle als Pro-
benkammer verwendet. PDMS ist allerdings durchla¨ssig fu¨r Luftsauerstoff. Dieser
hemmt die Quervernetzungsreaktion des PEG und verhindert somit die Ausbildung
von anna¨hernd zylinderfo¨rmigen Pillars (vergleiche auch [19]).
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(a) (b) (c)
Abbildung 5.5: Pillars, die mit der Belichtungsmaske SLA009 hergestellt wur-
den (elektronenmikroskopische Aufnahmen). Die Pillars haben den fu¨r die Spindelassem-
blierung beno¨tigten Durchmesser zwischen 12 µm und 17 µm. Deutlich zu erkennen sind
auch die gut exponierten Streptavidin-bedeckten Beads auf den Pillarko¨pfen. Die Ver-
biegung der a¨ußeren Pillars hingegen ist ein durch das Trocknen verursachtes Artefakt.
Maßstab 20 µm (a) und 3 µm (b) und (c).
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(a) (b) (c)
Abbildung 5.6: Verschiedene Pillarvarianten (elektronenmikroskopische Aufnah-
men). (a) Durch die Verwendung von Donut-fo¨rmigen Belichtungsmaskenstrukturen
ko¨nnen Tori erzeugt werden. (b) Ein Pillar mit Durchmesser von ca. 8 µm, der beim
trocknen umgeknickt ist. (c) Solche nach oben hin spitz zulaufenden Pillars erha¨lt man,
wenn man die Probenkammer nicht mit einem Deckglas, sondern mit einer Flusszelle aus
PDMS verschließt. Maßstab 50 µm.
Funktionalisierung
Die erfolgreiche U¨bertragung von Streptavidin-Beads auf die Hydrogelstruktur nach
Kapitel 4.1.3 la¨sst sich ohne großen Aufwand im Lichtmikroskop u¨berpru¨fen. Ob die
Beadoberfla¨chen aber auch frei zuga¨nglich sind - und nicht etwa vollsta¨ndig in das
Hydrogel inkorporiert, la¨sst sich erst anhand von REM-Aufnahmen klar erkennen.
Abbildung 5.7 zeigt beadfunktionalisierte Pillars, die mit leicht unterschiedlichen
Herstellungsmethoden erzeugt wurden.
Wird die Probenkammer also wie in Kapitel 4.1.3 beschrieben zusammengebaut,
dann bleiben die Beadoberfla¨chen exponiert. Dennoch bleibt auch in diesem Fall
zu u¨berpru¨fen, ob das Streptavidin die harschen Produktionsbedingungen auch un-
beschadet u¨bersteht. Abbildung 5.8 zeigt das Ergebnis des Funktionalisierungstests
mit DAPI-gefa¨rbten DNA-Beads nach Kapitel 4.1.3.
Die DNA-Beads binden also spezifisch an die Pillarko¨pfe an. Somit ist nachgewie-
sen, dass die Pillarko¨pfe spezifisch mit Streptavidin funktionalisiert werden ko¨nnen.
Writing-Verfahren
Eine interessante Variante der Pillarherstellung mittels MPL ist das sogenannte
Writing-Verfahren. Anstatt fu¨r jede neue Pillaranordnung eine neue Belichtungs-
maske herzustellen - was mit erheblichem Aufwand oder erheblichen Kosten ver-
bunden ist - wird das gewu¨nschte Pillarfeld mit einer Punktmaske Pillar fu¨r Pillar
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Abbildung 5.7: Funktionalisierung der Pillarko¨pfe mit Streptavidinbeads bei
leicht unterschiedenen Herstellungsverfahren (elektronenmikroskopische Aufnah-
men). (a) Die Probenkammer wurde nach der in Kapitel 4.1.3 vorgestellten Methode
befu¨llt. Die Beads ragen weit aus dem PEG-Hydrogel heraus und exponieren ihre Strepta-
vidinfunktionalisierung. (b) Das Deckglaß mit den Beads wurde analog zu Abbildung 4.2
auf einen Tropfen PEG-Prepolymer gelegt. Die Beads wurden dadurch in das Hydrogel
inkorporiert. Maßstab 10 µm.
in die PEG-Probe geschrieben. Dazu wird eine Belichtungsmaske mit nur einem ein-
zigen durchsichtigen Punkt verwendet. Alternativ kann auch auf eine kommerziell
erha¨ltliche LSM-Lochblende als Belichtungsmaske zuru¨ckgegriffen werden. So wird
bei jedem Belichtungsschritt nur ein einzelner Pillar auf der Probe quervernetzt.
Nun fa¨hrt man nun mit Hilfe des mikrometergenau steuerbaren Piezo-Probentisches
sukzessive alle gewu¨nschten Pillarpositionen einzeln an und belichtet dann jeweils
fu¨r einige Sekunden. Die gewu¨nschte Pillaranordnung kann am Computer mittels
CAD-Programm entworfen werden (AutoCAD, Autodesk). Ein eigens geschriebe-
nes Steuerungsprogramm (LSM Stage Control) fu¨r den LSM-Probentisch stellt dann
vollautomatisch das gewu¨nschte Pillarfeld her. Technische Details zum Steuerungs-
programm finden sich in [60]. Die Abbildungen 5.9 und 5.10 zeigen mittels Writing-
Verfahren hergestellte Pillarfelder.
Das Verfahren eignet sich insbesondere dazu, in kurzer Zeit mehrere verschiede-
ne Pillaranordnungen fu¨r ein Experiment herzustellen (rapid prototyping). Dadurch
kann beispielsweise der optimale Pillarabstand fu¨r das Experiment bestimmt wer-
den. Allerdings weichen die so hergestellten Pillars bisher deutlich sta¨rker von der
gewu¨nschten Zylinderform ab, als bei der Herstellung mittels klassischer MPL. Bei
eng stehenden Pillars kommt es außerdem schneller zum Verschmelzen der Struktu-
ren. Zudem ist zwar die Pillaranordnung frei wa¨hlbar - der Pillardurchmesser wird




Abbildung 5.8: Fluoreszierende DNA-Beads haben spezifisch auf den Pil-
larko¨pfen gebunden (lichtmikroskopische Aufnahmen). (a) Hellfeldaufnahme. (b) Fluo-
reszenzaufnahme. (c) Im u¨bereinandergelegten Vergleichsbild lassen sich DNA- (blau) und
normale Beads (grau) deutlich unterscheiden. Maßstab 20 µm.
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Abbildung 5.9: Ein mittels Writing-Verfahren hergestelltes Pillarfeld (lichtmi-
kroskopische Aufnahme). Maßstab 200 µm.
(a) (b)
Abbildung 5.10: Ein mittels Writing-Verfahren hergestelltes Pillarfeld (elektro-
nenmikroskopische Aufnahmen). (a) U¨bersichtsaufnahme, Maßstab 200 µm. (b) Detail-
aufnahme zweier Pillars. Zu erkennen ist die deutliche Abweichung von der Zylinderform.
Maßstab 20 µm.
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die Technik in der vorliegenden Arbeit nicht weiter eingesetzt. Fu¨r Anwendungen,
die keine großen Anforderungen an die Pillargeometrie stellen, kann sie jedoch unter
Umsta¨nden eine erhebliche Zeitersparnis ermo¨glichen.
Line-Writing-Verfahren
Eine weitere Variation stellt das sogenannte Line-Writing-Verfahren dar. Wie beim
Writing-Verfahren fa¨hrt der Probentisch computergesteuert ein vorgegebenes CAD-
Muster ab. Der Unterschied liegt in der durchgehenden Belichtung: Anders als
beim Writing-Verfahren wird der Lampenshutter nicht nur an den Zielpunkten kurz
geo¨ffnet, sondern bleibt die ganze Zeit offen. Dadurch werden keine Punkte, also
Pillars - sondern Linien, also Wa¨nde aus Hydrogel erzeugt. Mit diesem Verfahren
ko¨nnen somit ohne großen Aufwand Kammern mit Hydrogelwa¨nden hergestellt wer-
den. Abbildung 5.11 zeigt ein Beispiel.
Abbildung 5.11: Beispiel fu¨r eine mit dem Line-Writing-Verfahren hergestell-
ten Kammerstruktur (elektronenmikroskopische Aufnahme). Maßstab 200 µm.
5.1.3 Kalibrationsergebnisse
Im Rahmen dieser Arbeit wurden mehrere verschiedene Pillars mit der in Kapi-
tel 4.1.4 vorgestellten Kreuzkalibrationsmethode gegen einen AFM-Cantilever kali-
briert. Wie erwartet ergaben sich je nach verwendeter PEG-Mischung und je nach
Pillardurchmesser sehr unterschiedliche Federkonstanten. Abbildung 5.12 zeigt eine
charakteristische Kalibrationskurve eines vergleichsweise festen Pillars mit einer Fe-
derkonstanten, die nur etwa um den Faktor 10 kleiner ist als die des verwendeten
Cantilevers.
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(c)
Abbildung 5.12: Kalibrationskurve fu¨r einen vergleichsweise harten Pillar. (a)
Mikroskopieaufnahme des vom Cantilever (2) maximal ausgelenkten Pillars (1) Die kleinen
Quadrate markieren die mit ICARUS getrackten Features. (b) Die Situation unmittelbar
nach dem Zuru¨ckschnappen. Maßstab 25 µm. Der Durchmesser des Pillars wird zu (14,6
± 2) µm bestimmt. (c) Die ermittelte Pillar-Trajektorie. Aus ihr ergibt sich eine Feder-
konstante von (2,3 ± 0,3) nN/µm.
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Es zeigen sich deutlich die in Kapitel 4.1.4 beschriebenen charakteristischen Be-
reiche in der Kalibrationskurve. Zu Abweichungen kommt es in der Praxis allerdings
manchmal unmittelbar vor dem Zuru¨ckschnapp-Punkt: Der Cantilever rutscht vor
dem endgu¨ltigen Zuru¨ckschnappen ha¨ufig in mehreren Schritten u¨ber die Beads auf
dem Pillarkopf. Dadurch kommt es zu teils starken Ausschla¨gen in der Kalibrations-
kurve. Dieser Bereich darf bei der Auswertung nicht beru¨cksichtigt werden.
Je sta¨rker sich die Federkonstanten von Pillar und Cantilever unterscheiden, de-
sto ungleicher sind die jeweiligen Auslenkungen. Das macht die Kalibration weicher
Pillars zunehmend schwierig, da dann sehr kleine Cantileverauslenkungen mit hoher
Genauigkeit getrackt werden mu¨ssen. Abbildung 5.13 zeigt charakteristische Kali-
brationskurven fu¨r im Vergleich zum verwendeten Cantilever sehr weiche Pillars.
Die Abbildung zeigt, dass diese Kalibrationsmethode bei Pillars mit Federkon-
stanten von etwa (0,3 ± 0,2) nN/µm an ihre Grenzen sto¨ßt. Fu¨r die durchgefu¨hrten
Kalibrationen wurden bereits die empfindlichsten kommerziell erha¨ltlichen Canti-
lever verwendet, die eine fu¨r die Pillarkalibration geeignete Geometrie besitzen4
(MLCT oder MSNL-10, beide mit kC = 20 nN/µm, beide Veeco). Trotzdem ist
die Kalibrationsgrenze bei Verwendung einer 2:1 Mischung von PEG-400 und PBS-
Puffer bereits bei Pillars mit (12 ± 2) µm Durchmesser erreicht. Federkonstanten
in dieser Gro¨ßenordnung sind zwar bereits fu¨r die Mitosespindelanwendung geeignet
(siehe Kapitel 5.2.1) - es lassen sich jedoch auch noch um mehrere Gro¨ßenordnungen
weichere Pillars herstellen. Du¨nne Pillars aus langkettigen Prepolymeren eignen sich
aber vorla¨ufig nur dazu, angreifende Kra¨fte im Pikonewton-Bereich qualitativ nach-
zuweisen - fu¨r eine quantitative Messung muss erst noch eine empfindlichere Kali-
brationstechnik entwickelt werden.
Es wurden im Rahmen dieser Arbeit nur einige wenige Pillars kalibriert, um die
Machbarkeit des Vorgehens zu zeigen. Abbildung 5.14 zeigt die dabei fu¨r Pillars aus
der Standard-Prepolymerlo¨sung5 ermittelten Federkonstanten in Abha¨ngigkeit vom
Pillardurchmesser. Außerdem ist die fu¨r perfekt zylinderfo¨rmige Pillars nach Glei-
chung 2.1 erwartete Abha¨ngigkeit eingezeichnet, geeicht auf den Messwert fu¨r einen
Pillar mit Durchmesser (14,6 ± 2,0) µm6. Die Messwerte lassen einen a¨hnlichen Zu-
sammenhang wie bei zylinderfo¨rmigen Pillars vermuten. Fu¨r eine defintive Aussage
mu¨ssen allerdings erst noch wesentlich mehr Kalibrationsmessungen durchgefu¨hrt
werden.
4Geeignet sind nur Cantilever mit Rechteckgeometrie. Dreiecksgeometrien verdecken in den Mi-
kroskopieaufnahmen den getrackten Pillar.
5PEG-400, 2:1 mit PBS gemischt, 8 mg Irgacure-Initiator pro ml Lo¨sung
6Aufgrund der Beadfunktionalisierung sind die Pillardurchmesser nur auf etwa 2 µ genau
abscha¨tzbar.
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Abbildung 5.13: Kalibrationskurven fu¨r vergleichsweise weiche Pillars. Ergeb-
nisse: (a) Durchmesser: (14,6 ± 2) µm, Federkonstante: (0,48 ± 0,2) nN/µm. (b) Zu
sehen ist in diesem Fall nur die Auslenkung in eine Richtung. Der Vergleich der Tracking-
Ergebnisse zweier verschiedener Features zeigt deutlich, dass die Kalibrationsmethode hier
an ihre Grenzen sto¨ßt. Die Federkonstante des Pillars mit Durchmesser (12,2 ± 2) µm wur-
de auf (0,3 ± 0,2) nN/µm bestimmt.
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Abbildung 5.14: Zusammenhang zwischen Pillardurchmesser und Federkon-
stante. Eingezeichnet sind gemessene Werte fu¨r kalibrierte Pillars (schwarz), und die fu¨r
zylinderfo¨rmige Pillars theoretisch erwartete Kurve, geeicht auf den Messwert bei 14,6 µm
Durchmesser (rot). Die Verteilung der Messwerte la¨sst einen a¨hnlichen Zusammenhang
zwischen Durchmesser und Federkonstante vermuten.
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In diesem Kapitel wird das Anwendungspotenzial der PEG-Pillar-Technologie an-
hand der Beispielanwendung der fusionierenden Mitosespindeln demonstriert. Ka-
pitel 5.2.1 zeigt experimentell beobachtete Pillarverbiegungen durch Mikrotubuli-
Ansammlungen in Xenopus-Extrakt, Kapitel 5.2.2 liefert einen U¨berblick u¨ber Pro-
bleme und erste Erfolge beim Versuch, fusionierende Mitosespindeln auf den Pil-
larko¨pfen zu assemblieren.
5.2.1 Beobachtete Pillarverbiegungen
In einem fru¨hen Experiment mit DNA-funktionalisierten PEG-Pillars in Xenopus
Extrakt konnten unfo¨rmige Mikrotubulistrukturen (vergleiche Kapitel 5.2.1, Fall 2)
auf den Pillarko¨pfen assembliert werden. Die Strukturen interagieren miteinander
und fu¨hren dadurch zu einer Verbiegung der entsprechenden Pillars (siehe Abbildung
5.15).
(a) (b)
Abbildung 5.15: Beobachtete Pillarverbiegung aufgrund von pillarassoziier-
ten Mikrotubuliansammlungen (fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen). Unfo¨rmige
Mikrotubuli-Ansammlungen (rot) auf den Pillarko¨pfen (schwarz), die teilweise miteinander
wechselwirken und dadurch die Pillars verbiegen. Zu sehen sind zwei Momentaufnahmen
aus einem Video. Maßstab 20 µm.
Zum Zeitpunkt des Experiments konnte aus technischen Gru¨nden der DAPI-Kanal
nicht beobachtet werden. Daher ist ein exaktes tracken der Pillarpositionen nicht
mo¨glich. Ein Falschfarbenbild (Abbildung 5.16) zeigt jedoch deutlich die Verbiegun-
gen der Pillars.
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Abbildung 5.16: Rekonstruierte Pillarverbiegung aufgrund der pillarasso-
ziierten Mikrotubuliansammlungen (Falschfarbendarstellung). Die Pillarpositionen
aus Abbildung 5.15 (a) sind gru¨n, die aus Abbildung 5.15 (b) sind rot eingefa¨rbt.
U¨berlagerungen der beiden Positionen sind gelb dargestellt. Der vollsta¨ndig gelb gefa¨rbte
Pillar hat demnach seine Position zwischen den beiden Bildern nicht vera¨ndert. Maßstab
20 µm.
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Es ist deutlich zu erkennen, dass sich die Pillars in verschiedene Richtungen verbie-
gen. Damit ist ausgeschlossen, dass ein Drift fu¨r die beobachtete Positionsa¨nderung
der Pillarko¨pfe verantwortlich ist. Leider konnten die in diesem Experiment wirken-
den Kra¨fte nicht bestimmt werden, da zum Zeitpunkt des Experiments noch keine
Methode zur Pillarkalibration zur Verfu¨gung stand. Die maximal wirkenden Kra¨fte
ko¨nnen aber grob abgescha¨tzt werden:
Legt man nach Kapitel 5.1.3 eine Federkonstante von etwa 0,48 nN/µm bei 14,6
µm Pillardurchmesser zugrunde, und geht man von zylinderfo¨rmigen Pillars aus, so
ergeben sich fu¨r die hier beobachteten Pillars mit ca. 12 - 18 µm Durchmesser nach
Gleichung 2.1 bei einer Auslenkung um maximal 5 µm Kra¨fte im Bereich 1,1 - 5,5
nN.
In einem anderen Experiment wurde eine Verbiegung eines Pillars aufgrund von
sich bewegenden, netzartigen Mikrobutulistrukturen beobachtet, die nicht mit den
Pillarko¨pfen assoziiert waren (siehe Abbildung 5.17).
Die Verbiegung des Pillars kann mit der in Kapitel 4.2.2 beschriebenen Methode
auf etwa 100 nm genau getrackt werden. Abb. 5.18 zeigt die entsprechende Pillar-
trajektorie. In der abgeschlossenen Versuchskammer herrscht keinerlei Stro¨mung,
daher ist die Bewegung vermutlich auf Prozesse in dem Netzwerk aus Mikrotubuli
und molekularen Motoren zuru¨ckzufu¨hren.
Die Federkonstante des Pillars mit einem Durchmesser von ca. 10 µm liegt unter
der gegenwa¨rtigen Kalibrationsgrenze von 0,3 nN/µm. Allerdings la¨sst sich auch hier
die Gro¨ßenordnung der wirkenden Kraft analog zu oben grob abscha¨tzen. Fu¨r den
Pillar ergibt sich dadurch eine Federkonstante in der Gro¨ßenordnung 100 pN/µm.
Bei einer Auslenkung um 5 µm entspricht das 0,5 nN.
Die hier abgescha¨tzten Kra¨fte sind mit großen Unsicherheiten behaftet, aber in
etwa konsistent mit den Erwartungen. Klar demonstrieren sie zudem die Eignung
der Pillars zur Detektion der von Mitosespindeln ausgeu¨bten Kra¨fte, die etwa eine
Gro¨ßenordnung ho¨her ausfallen du¨rften (vergleiche Kapitel 3.5.5). Allerdings ist die
Assemblierung von fusionierenden Mitosespindeln auf den Pillarko¨pfen kein einfa-
ches Experiment. Im na¨chsten Kapitel werden in dieser Hinsicht die Probleme und
bisherigen Erfolge vorgestellt.
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Abbildung 5.17: Beobachtete Pillarverbiegung aufgrund von freien Mikrotu-
buliansammlungen im Extrakt (fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen). Bei diesem
Experiment bilden sich extrem weitreichende, fadenfo¨rmige Mikrotubulistrukturen, die im
Verlauf der Beobachtung zum linken Bildrand wandern. Einige der Mikrotubuli (rot) blei-
ben dabei an dem Pillar in der oberen linken Ecke des Bilds ha¨ngen. Der Pfeil markiert
die linke Begrenzung der DNA-Beads auf dem Pillarkopf (blau) bei t = 34 min. Bei t = 66
min zeigt sich die sta¨rkste Ansammlung von Mikrotubuli am Pillar, verbunden mit einer
maximalen Auslenkung aus der Ruhelage. Bei t = 79 min ist der gro¨ßte Teil der Mikrotu-
buli u¨ber den Pillar hinweg weitergewandert, der Pillar kehrt wieder in seine Ausgangslage
zuru¨ck. Maßstab 20 µm.
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Abbildung 5.18: Rekonstruierte Pillarverbiegung aufgrund der Bewegung der
Mikrotubulistruktur. Der Pillar verbiegt sich maximal um ca. 5 µm, und kehrt dann
wieder bis fast in seine Ausgangslage zuru¨ck.
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5.2.2 Spindel-Assemblierung auf den Pillars
Die in-vitro-Assemblierung von Mitosespindeln an DNA-Bead-Strukturen ist ein
kompliziertes Experiment mit zahlreichen kritischen Parametern. So schwankt bei-
spielsweise die Qualita¨t der gewonnenen Froscheier von Tag zu Tag erheblich, und
dadurch auch die Fa¨higkeit des Extrakts zur Spindelbildung. An manchen Tagen
ergibt der Test mit Spermienko¨pfen (vergleiche Kapitel 3.5.5) fast ausschließlich
bipolare Spindeln um DNA-Beads - an anderen Tagen bilden sich hingegen Mikro-
tubuli-Astern statt Spindeln, teilweise sogar weit von den Spermienko¨pfen entfernt.
Auch die Anbindung der sehr empfindlichen DNA-Beads an die Pillarko¨pfe ist
eine Schwachstelle des Experiments. Kommen die Beads beispielsweise in Kontakt
mit Luftsauerstoff, so verlieren sie ihre Fa¨higkeit, Spindelbildung auszulo¨sen. Und
nicht zuletzt gelingt die Spindelbildung nur bei ganz bestimmten DNA-Geometrien
(siehe Kapitel 3.5.5). Die hergestellten Pillarfelder mu¨ssen also exakt die richtige
Geometrie aufweisen, damit sich bipolare Spindeln ausbilden ko¨nnen. Aus diesen
Gru¨nden mussten sehr viele Versuche durchgefu¨hrt werden, bis tatsa¨chlich bipolare
Spindeln auf den Pillars beobachtet werden konnten. Im folgenden werden anhand
von fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen einige charakteristische Ergebnisse der
Spindelassemblierungs-Versuche vorgestellt.
Fall 1: Keine oder kaum DNA-assoziierte Mikrotubuliassemblierung
Abbildung 5.19 zeigt eine ha¨ufig gemachte Beobachtung: Trotz eindeutig geglu¨ckter
Biofunktionalisierung mit DNA-Beads zeigt sich keine oder fast keine Assemblie-
rung von Mikrotubuli an den Pillarko¨pfen (siehe Abbildung 5.19 (a)). Ha¨ufig kann
jedoch die Ausbildung von weitreichenden Mikrotubulinetzwerken fernab der DNA
beobachtet werden (siehe Abbildung 5.19 (b)).
Fall 2: Bildung von netzwerkartigen Mikrotubulistrukturen an und zwischen den
Pillarko¨pfen
Die mit Abstand am ha¨ufigsten gemachte Beobachtung ist in Abbildung 5.20 dar-
gestellt: Es zeigt sich zwar eine deutliche Assemblierung von Mikrotubuli an den
Pillarko¨pfen - allerdings bilden sich keine bipolaren Spindeln aus, sondern weitrei-
chende Netzwerke, die u¨ber einen großen Bereich hinweg miteinander interagieren.
Fall 3: Keine freie Nukleation, Bildung von bipolaren Spindeln auf Pillarko¨pfen
In einigen wenigen Experimenten konnte die Bildung von bipolaren Mitosespindeln
an den Pillarko¨pfen beobachtet werden. In diesen Fa¨llen zeigen sich dann auch
keinerlei netzwerkartigen Mikrotubulistrukturen zwischen den Pillars. Meist werden
jedoch nur einige wenige Spindeln beobachtet, die zu weit voneinander entfernt sind
um zu fusionieren (siehe Abbildung 5.21).
5.2 Nachweis der Eignung als Kraftsensor 93
(a) (b)
Abbildung 5.19: Fall 1: Keine oder kaum DNA-assoziierte Mikrotubuliassemb-
lierung (fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen). (a) Ein funktionalisieres Pillarfeld prak-
tisch ohne Assemblierung von Mikrotubuli (Maßstab 100 µm). (b) Freie Nukleation fernab
jeglicher DNA (Maßstab 50 µm). Angefa¨rbt sind Mikrotubuli (rot) und DNA (blau).
(a) (b)
Abbildung 5.20: Fall 2: Bildung von netzwerkartige Mikrotubulistrukturen an
und zwischen den Pillarko¨pfen (fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen). Keine
bipolaren Spindeln. (a) U¨bersichtsaufnahme (Maßstab 100 µm) (b) Nachbearbeitete Detai-
laufnahme. Durch die starke Kontrasterho¨hung wird die netzwerkartige Mikrotubulistruk-




Abbildung 5.21: Fall 4: Keine freie Nukleation, Bildung von bipolaren Spin-
deln auf Pillarko¨pfen (fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen). Es entstehen vereinzelt
bipolare Spindeln, allerdings ko¨nnen keine Fusionen beobachtet werden. Angefa¨rbt sind
Mikrotubuli (rot) und DNA (blau). Maßstab 100 µm.
Fall 4: Zwei bipolare Spindeln fusionieren
Bisher ist es erst in einem einzigen Experiment gelungen, zwei fusionierende Mito-
sespindeln zu beobachten (siehe Abbildung 5.22). Allerdings begannen die Spindeln
bereits bei Beginn der Fusion wieder zu disassemblieren. Es konnte deshalb keine
Verbiegung der Pillars beobachtet werden.
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Abbildung 5.22: Fall 5: Zwei bipolare Spindeln fusionieren (fluoreszenzmikro-
skopische Aufnahmen). Allerdings disassemblieren beide Spindelstrukturen kurz nach der
Fusionierung. Es kann daher keine Pillarverbiegung beobachtet werden. Angefa¨rbt sind





In der vorliegenden Arbeit wurde ein neuartiges Verfahren entwickelt, mit dem erst-
mals spezifisch biofunktionalisierte Pillarfelder auf der Basis des Hydrogels PEG
hergestellt werden ko¨nnen. Diese Pillars eignen sich zur Messung von Kra¨ften in
biologischen Systemen, was in-vitro am Beispiel von fusionierenden Mitosespindeln
demonstriert wurde.
Das neuartige Herstellungsverfahren basiert auf der Technik der Mikroskop-Pro-
jektionslithografie. Es ist mit Standardtechniken durchfu¨hrbar und ermo¨glicht eine
spezifische Biofunktionalisierung der Pillarko¨pfe u¨ber die Integrierung biofunktio-
nalisierter Mikrobeads bereits wa¨hrend des Herstellungsprozesses. Fu¨r das Linker-
protein Streptavidin wurde die erfolgreiche Funktionalisierung experimentell nach-
gewiesen.
Die Federkonstanten der Pillars ko¨nnen durch die drei voneinander unabha¨ngigen
Parameter Ho¨he, Durchmesser und Elastizita¨tsmodul variiert werden. Alleine durch
die Variation der verwendeten PEG-Prepolymerlo¨sung kann die Federkonstante un-
ter Beibehaltung der Pillargeometrie in einem vier Gro¨ßenordnungen umfassenden
Bereich eingestellt werden. Dies stellt einen ganz erheblichen Vorteil gegenu¨ber dem
etablierten Pillarmaterial PDMS dar, dessen Elastizita¨tsmodul nur um etwa eine
Gro¨ßenordnung variiert werden kann.
Zur Kalibration der Pillars wurde ein Aufbau entwickelt, der eine Kreuzkalibra-
tion gegen einen AFM-Cantilever mit bekannter Federkonstante ermo¨glicht. Mit
diesem Aufbau ko¨nnen Pillars mit Federkonstanten bis zu einer Untergrenze von
etwa (0,3 ± 0,2) nN/µm kalibriert werden. Das entspricht bei der in dieser Arbeit
beobachteten Tracking-Genauigkeit fu¨r beadfunktionalisierte Pillars von ca. 100 nm
einer minimalen Kraftauflo¨sung von (30 ± 20) Pikonewton. Diese Kalibrationsgren-
ze wird bereits von Pillars mit (12,2 ± 2) µm Durchmesser und (100 ± 10) µm Ho¨he
erreicht, wenn diese aus einer 2:1 Mischung aus PEG-400 und PBS-Puffer hergestellt
wurden. Die flexibelsten im Rahmen dieser Arbeit hergestellten Pillars hatten bei
gleicher Ho¨he und Prepolymer-Lo¨sung einen Durchmesser von ca. (5 ± 2) µm. Ih-
re Federkonstante kann demnach auf ≤ 30 pN/µm abgescha¨tzt werden. Durch die
Verwendung von la¨ngerekettigem PEG-Prepolymer sollten sich zudem noch deutlich
kleinere Federkonstanten erreichen lassen.
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Pillars mit Federkonstanten von unter 0,3 nN/µm ko¨nnen jedoch mit dem exis-
tierenden Kalibrationsaufbau nicht verla¨sslich kalibriert werden. Sie eignen sich vor-
erst nur zum qualitativen Nachweis von Kra¨ften. Fu¨r die verla¨ssliche Messung von
Kra¨ften unterhalb von etwa 100 Pikonewton ist erst eine bessere Kalibrationsme-
thode zu entwickeln.
Das neuentwickelte Herstellungsverfahren fu¨r Pillars aus PEG wurde hinsichtlich
zahlreicher Versuchsparameter optimiert. Anschließend wurde gezeigt, dass eine in-
vitro-Assemblierung von Mitosespindeln auf den PEG-Pillars mo¨glich ist. Allerdings
wurden bislang nur in einem Experiment fusionierende Mitosespindeln beobachtet,
wobei sich die Spindeln schnell auflo¨sten und zu keiner Pillarverbiegung fu¨hrten. Ei-
ne Kraft zwischen fusionierenden Spindeln konnte daher vorerst noch nicht bestimmt
werden. Allerdings konnte gezeigt werden, dass die verwendeten Pillars flexibel ge-
nug fu¨r die Detektion von Kra¨ften sind, die von verschiedenen Mikrotubulistrukturen
verursacht werden. In zwei Experimenten konnten durch Mikrotubulistrukturen ver-
ursachte Pillarverbiegungen beobachtet werden. Die zugeho¨rigen Kra¨fte konnten auf
die Gro¨ßenordnung 1 Nanonewton abgescha¨tzt werden.
Es bleibt noch viel zu tun, bis die PEG-Pillartechnik standardma¨ßig zur Messung
von Kra¨ften in biologischen Systemen eingesetzt werden kann. Insbesondere bedarf
es der Kalibration einer statistisch aussagekra¨ftigen Anzahl von mit verschiedenen
Parametern hergestellten Pillars, um den Zusammenhang zwischen Durchmesser,
Pillarho¨he und verwendeter Prepolymer-Lo¨sung auf der einen, und den Pillarfeder-
konstanten auf der anderen Seite quantifizieren zu ko¨nnen. In diesem Zusammenhang
wa¨re eine schnellere und kraftsensitivere Kalibrationsmethode ein wichtiges Zwi-
schenziel. Besonders aussichtsreich erscheint in diesem Zusammenhang die Idee, die
zur Funktionalisierung verwendeten paramagnetischen Beads auf den Pillarko¨pfen
zur Kalibration der Pillars in einem a¨ußeren inhomogenen Magnetfeld zu verwenden.
Neben der Kraftmessung an Mitosespindeln eignen sich prinzipiell auch weitere
Komponenten des Zellskeletts fu¨r eine Untersuchung mit PEG-Pillars. An einem
Experiment zur Vermessung der mechanischen Eigenschaften von Aktinnetzwerken
wird bereits gearbeitet [99]. Die Zugabe von verschiedenen quervernetzenden Fak-
toren vera¨ndert die Mechanik des Netzwerkes und u¨bt dadurch aktiv Kra¨fte auf
die Pillars aus. Diese Kra¨fte sollen in dem Experiment quantifiziert sollen. Weitere
mo¨gliche Anwendungen sind beispielsweise die Messung der Kra¨fte zwischen Aktin-
und Myosinfasern oder zwischen Zellen, die mit sogenannten Tunneling Nanotubes
miteinander verbunden sind.
Zusammenfassend la¨sst sich sagen, dass das hier vorgestellte System eine Lu¨cke
schließt zwischen den etablierten Methoden zur Messung von Kra¨ften in biologi-
schen Systemen. Einzelmoleku¨lmessungen werden auch in Zukunft in vielen Fa¨llen
exakter mit Atomkraftmikroskopen oder optischen beziehungsweise magnetischen
Pinzetten durchfu¨hrbar sein. Aber dank der neuen Methode ko¨nnen nun erstmals
auch mit Pillarfeldern Kra¨fte von deutlich unter einem Nanonewton gemessen - und
Kra¨fte im niedrigen Pikonewtonbereich zumindest qualitativ nachgewiesen werden.
Dank der kostengu¨nstigen und einfachen Herstellung und Biofunktionalisierung, der
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bioinerten Oberfla¨cheneigenschaften des PEG-Hydrogels und der in einem weiten
Bereich nach Bedarf einstellbaren Federkonstanten sind in Zukunft zahlreiche prak-
tische Anwendungen fu¨r das PEG-Pillarsystem zu erwarten.
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A.2 Verwendete Materialien und Gera¨te
Chemikalien Hersteller
SU-8-10 Fotolack MicroChemicals, Ulm, D
SU-8-25 Fotolack MicroChemicals, Ulm, D
PEG-DA(400) Polysciences, Warrington, USA
PEG-DA(700) Sigma-Aldrich, St. Louis, USA
PEG-DA(10000) Roberto Fiammengo, MPI fu¨r
Metallforschung, Stuttgart, D
PEG-DA(20000) Roberto Fiammengo, MPI fu¨r
Metallforschung, Stuttgart, D
Irgacure Sigma-Aldrich, St. Louis, USA
Wasserstoffperoxid, 30% p.a. Merck, Darmstadt, D
Schwefelsa¨ure, 96% p.a. Merck, Darmstadt, D
SU-8-10 Fotolack MicroChemicals, Ulm, D
SU-8-25 Fotolack MicroChemicals, Ulm, D
SU-8-100 Fotolack MicroChemicals, Ulm, D
mr-Dev600 SU-8 Entwickler Microresist, Berlin, D
AZ-1505 Fotolack Hoechst, Frankfurt a.M., D
Chrom-A¨tzlo¨sung Merck, Darmstadt, Darmstadt, D
Extran MA01 Merck, Darmstadt, Darmstadt, D
PDMS-Kit Sylgard 184 Dow Corning, Midland, USA
1H,1H,2H,2H-Perfluorooctyl- ABCR, Karlsruhe, D
trichlorosilane
Allyl-Triethoxysilan Sigma-Aldrich, St. Louis, USA
Phenol-Chloroform Sigma-Aldrich, St. Louis, USA
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Materialien Hersteller
Dynabeads M-280 Invitrogen, Carlsbad, USA
Streptavidin Mikrobeads 2,0 µm Polysciences, Warrington, USA
DNA Purification Kit (Maxi Prep) Qiagen, Venlo, NL
Silizium Wafer Silicon Materials, Landsberg, D
Glas-Objektra¨ger 24x60 mm Carl Roth, Karlsruhe, D
Glas-Deckgla¨ser 24x60x0,17 mm (#1) Carl Roth, Karlsruhe, D
Glas-Deckgla¨ser 24x24x0,17 mm (#1) Carl Roth, Karlsruhe, D
Glas-Deckgla¨ser 24x60x(0,08-0,12) mm (#0) Assistent, Sondheim, D
MLCT Cantilever Veeco, Plainview, USA
MSNL-10 Cantilever Veeco, Plainview, USA
A-thio-dGTP Trilink Biotechnologies, San Diego, USA
A-thio-DCTP Trilink Biotechnologies, San Diego, USA
Biotin-11-dUTP Fermentas, Burlington, CDN
Biotin-14-dATP Invitrogen, Carlsbad, USA
Atto-Biotin Sigma-Aldrich, St. Louis, USA
Restriktionsenzym BamH1, rekombinant New England Biolabs, Ipswich, USA
Restriktionsenzym NotI, rekombinant New England Biolabs, Ipswich, USA
Cytochalasin D Sigma-Aldrich, St. Louis, USA
Klenow exo− Fragment Fermentas, Burlington, CDN
Rhodamin-Tubulin Cytoskeleton, Denver, USA
DAPI Sigma-Aldrich, St. Louis, USA
Plasmid YEp24 New England Biolabs, Ipswich, USA
Protease Inhibitor Tabletten Roche, Basel, CH
Alleskleber Uhu, Bu¨hl, D
Chrommaske Masken Lithographie & Consulting
GmbH, Jena, D
Doppelseitiges Klebeband 15 mm x 10 m Tesa, Hamburg, D
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Gera¨te Hersteller
X-Cite 120 PC Metallhalidlampe EXFO, Quebec City, CDN
Axioplan 2 Carl Zeiss, Jena, D
Axiovert 200 Carl Zeiss, Jena, D
Axiovert 200M Carl Zeiss, Jena, D
LSM 510 Meta Carl Zeiss, Jena, D
LSM Pascal 5 Carl Zeiss, Jena, D
DeltaVision Applied Precision, Issaquah, USA
LEO-1530 REM Carl Zeiss, Jena, D
HAL 100 Halogenlampe Carl Zeiss, Jena, D
HBO 100 UV-Lampengeha¨use Carl Zeiss, Jena, D
HBO 103 W/2 Quecksilberdampflampe Osram, Mu¨nchen, D
Plan Neofluar 10x/0,30 Objektiv Carl Zeiss, Jena, D
Plan Neofluar 40x/0,75 Objektiv Carl Zeiss, Jena, D
PVA TePla 100 Plasmamaschine TePla, Feldkirchen, D
MED 020 Sputter Coater BAL-TEC, Schalksmu¨hle, D
DWL-66 Mask-Writer Heidelberg Instruments, Heidelberg, D
MJB-3 Mask Aligner Suss MicroTec, Mu¨nchen, D
Software Hersteller
AutoCAD Mechanical 2007 Autodesk, San Rafael, USA
ImageJ v.1.40g National Institutes of Health, Bethesda, USA
Simple PCI v.6.5 Hamamatsu Corp., Hamamatsu, JP
ChemDraw Ultra v.11.0.1 CambridgeSoft, Cambridge, USA
Icarus v.2.09. Advanced Interfaces Group
University of Manchester, UK
Microsoft Office Excel 2007 Microsoft, Redmond, USA
Origin v.6.1 OriginLab, Northampton, USA
LSM Stage Control Bastian Ru¨hle, Universita¨t Heidelberg, D

A.3 Protokolle
PBS-Puffer (1 l, bei Raumtemperatur haltbar)
• 8,0 g Natriumchlorid
• 0,2 g Kaliumchlorid
• 1,44 g Dinatriumhydrogenphosphat
• 0,24 g Kaliumdihydrogenphosphat
• in 1 l Mili-Q-Wasser
• autoklavieren
XB 20x Stocklo¨sung (500 ml, bei 4°C haltbar)
• 74,55 g KCl
• 10 ml MgCl2-Lo¨sung, 1 M
• 1 ml CaCl2-Lo¨sung, 1 M
XB-Puffer (1 l)
• 50 ml XB 20x Stocklo¨sung
• 17,12 g Sucrose
• 10 ml HEPES 1 M pH 7,7
• 440 ml Mili-Q-Wasser
• mit KOH 2 M auf pH 7,7 titrieren
CSF-XB-Puffer (500 ml, bei 16° C ein Tag haltbar.)
• 5 ml EGTA 0,5 M
• 1 ml MgCl2
• 494 ml XB-Puffer
• mit KOH 2 M auf pH 7,7 titrieren
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